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DivIVA-Proteine sind hochkonservierte Zellteilungsproteine in Firmicutes und 
Aktinobakterien und akkumulieren an negativ gekrümmten Membranen, die an den Zellpolen 
und den Septen vorkommen. In den Aktinobakterien und einigen Firmicutes ist divIVA 
essenziell. Durch die Interaktion mit verschiedenen Proteinen spielen DivIVA-Proteine eine 
wichtige Funktion in vielen zellulären Prozessen, wie z.B. der Sporulation und 
Chromosomensegregation in Bacillus subtilis. Im humanpathogenen Bakterium Listeria 
monocytogenes rekrutiert DivIVA Komponenten des Min-Systems, die an der Zellteilung 
beteiligt sind, an das Septum, wodurch sich die Deletion von divIVA in einem 
Zellteilungsdefekt äußert. Zudem ist DivIVA in L. monocytogenes essenziell für die Virulenz. 
In Firmicutes ist ein DivIVA-Paralog namens GpsB codiert, das in B. subtilis zu den späten 
Zellteilungsproteinen zählt. In diesem Organismus sind GpsB und EzrA für die subzelluläre 
Lokalisation des Penicillin-bindenden Proteins PBP1 verantwortlich. In der vorliegenden 
Arbeit wurde die Funktion des GpsB-Proteins von L. monocytogenes untersucht.  
In L. monocytogenes ist GpsB hauptsächlich an den Septen und der lateralen Zellwand 
lokalisiert und interagiert ebenfalls mit dem bi-funktionalen PBP PBP A1, dem B. subtilis 
PBP1-Homolog. Die Deletion von gpsB in L. monocytogenes führte zu einem 
Zellteilungsdefekt, einem drastischen Wachstumsdefekt und war bei 42°C sogar letal. Eine 
erhöhte Penicillinsensitivität und eine Erhöhung der spontanen Autolyse der ∆gpsB-Mutante 
wiesen auf eine gestörte Peptidoglykanbiosynthese hin. GpsB hatte keinen Einfluss auf die 
subzelluläre Lokalisation von PBP A1, scheint jedoch an der Regulation der PBP A1-
Aktivität beteiligt zu sein, da die ∆gpsB-Mutante sensitiv gegenüber einer von der 
Transpeptidase-Aktivität entkoppelten Transglykosylase-Aktivität in PBP A1 war.  
Die ∆gpsB-Mutante bildete bei 42°C spontane Suppressoren auf BHI-Agarplatten, mit deren 
Hilfe weitere Interaktionspartner von GpsB identifiziert werden konnten. Die Akkumulation 
von MurA, einer UDP-N-Acetylglucosamin 1-Carboxyvinyltransferase, die den ersten Schritt 
der Peptidoglykanbiosynthese katalysiert, hatte einen supprimierenden Effekt auf das 
Wachstum der ∆gpsB-Mutante. Erhöhte MurA-Mengen können vermutlich die beeinträchtigte 
Aktivität von PBP A1 in der ∆gpsB-Mutante kompensieren. 
In Infektionsexperimenten mit Wachsmottenlarven zeigte sich zudem eine starke Attenuation 
der ∆gpsB-Mutante, die vergleichbar mit Mutanten war, in denen wichtige Virulenzfaktoren 
deletiert wurden. GpsB ist somit essenziell für die Virulenz von L. monocytogenes und könnte 





DivIVA proteins are highly conserved cell division proteins in firmicutes and actinobacteria 
and accumulate at membranes with negative curvature, which are found at the cell poles and 
the division septa. The divIVA gene is essential in actinobacteria and some firmicutes. Due to 
its interaction with different proteins, DivIVA is important for many cellular processes, like 
sporulation and chromosome segregation in Bacillus subtilis. In the human pathogen Listeria 
monocytogenes, DivIVA is responsible for the recruitment of components of the Min-system 
to the division site. Because of this, deletion of divIVA results in a cell division defect in L. 
monocytogenes. More importantly, DivIVA is also essential for the virulence of L. 
monocytogenes. 
Firmicutes possess a DivIVA-paralog called GpsB, which is a late cell division protein in B. 
subtilis. In this organism, GpsB and EzrA are responsible for the subcellular localization of 
the penicillin binding protein PBP1. In this thesis, the function of GpsB in L. monocytogenes 
was studied. 
In L. monocytogenes, GpsB is mainly found at the division sites and the lateral wall. It also 
interacts with the bi-functional penicillin binding protein PBP A1, which is the homolog of B. 
subtilis PBP1. Deletion of gpsB in L. monocytogenes resulted in impaired cell division, in a 
severe growth defect and is even lethal at 42°C. Increased penicillin sensitivity and a high 
degree of spontaneous autolysis suggested that peptidoglycan biosynthesis is disturbed in the 
ΔgpsB mutant. GpsB had no impact on the localization of PBP A1, but it seems to be 
responsible for the regulation of PBP A1 activity, since the ΔgpsB mutant was sensitive 
against mutations that uncouple the transglycosylase from the transpeptidase acitivity of PBP 
A1. 
The ΔgpsB mutant formed spontaneous suppressors on BHI agar plates when grown at 42°C, 
which allowed identification of further GpsB interaction partners. Furthermore, accumulation 
of MurA, an UDP-N-acetylglucosamine 1-carboxyvinyltransferase, which is responsible for 
the first step of the peptidoglycan biosynthesis, leads to a suppression of the growth defect of 
the ΔgpsB mutant. Increased MurA protein level could therefore compensate for an impaired 
activity of PBP A1 in the ΔgpsB mutant. 
Infection experiments with Galleria mellonella revealed a strong attenuation of the ΔgpsB 
mutant, which is comparable to mutants, where important virulence factors are absent. Hence, 





1.1. Listeria monocytogenes 
E.G.D. Murray und Kollegen beschrieben im Jahr 1926 ein neues Bakterium, das während 
einer Tierseuche aus Kaninchen und Meerschweinchen isoliert wurde. Aufgrund der hohen 
Anzahl an Monozyten im Blut der infizierten Tiere wurde es als Bacterium monocytogenes 
bezeichnet (Murray et al., 1926). 1927 isolierte Pirie das gleiche Bakterium aus Rennmäusen 
und benannte es Listerella hepatolytica (Pirie, 1927). Um die Nomenklatur anzugleichen, 
wurde 1940 für dieses Bakterium die Bezeichnung Listeria monocytogenes festgelegt. Die 
Gattung Listeria gehört zum Phylum der Firmicutes, die sich durch einen niedrigen G+C-
Gehalt (38%) auszeichnen und umfasst 17 verschiedene Arten: L. aquatica, L. booriae, L. 
cornellensis, L. fleischmannii, L. floridensis, L. grandensis, L. grayi, L. innocua, L. ivanovii, 
L. marthii, L. monocytogenes, L. newyorkensis, L. riparia, L. rocourtiae, L. seeligeri, L. 
weihenstephanensis und L. welshimeri (Wilkinson und Jones, 1977, Seeliger, 1981, Rocourt 
und Grimont, 1983, Seeliger et al., 1984, Rocourt et al., 1992, Vazquez-Boland et al., 2001, 
Graves et al., 2010, Leclercq et al., 2010, Bertsch et al., 2013, Lang Halter et al., 2013, den 
Bakker et al., 2014, Weller et al., 2015). L. monocytogenes kann Erkrankungen im Menschen 
und in Tieren verursachen, L. ivanovii dagegen hauptsächlich in Tieren. L. ivanovii und L. 
seeligeri wurden in wenigen Fällen bei humanen Infektionen nachgewiesen (Robert-Koch-
Institut, 2015). Die anderen Listeria-Arten sind, soweit bekannt, nicht pathogen (Cossart, 
2007, Chiara et al., 2015). 
Listeria spp., z.B. L. monocytogenes, sind fakultativ anaerobe, nicht-sporenbildende Gram-
positive Stäbchen (Bigland, 1950, Collins et al., 1991). In extrazellulären Umgebungen 
können sie sich mit Hilfe von Flagellen bei Temperaturen von bis zu 30°C fortbewegen, bei 
höheren Temperaturen sind sie nicht motil (Seeliger, 1958, Peel et al., 1988, Way et al., 
2004). L. monocytogenes kommt überall in der Natur vor, z.B. in der Erde, im Wasser und 
kann auf Pflanzenmaterialien als Saprophyt leben (Welshimer und Donker-Voet, 1971, 
Hamon et al., 2006, Ramaswamy et al., 2007, Freitag et al., 2009). 
Die Übertragung von L. monocytogenes erfolgt meist durch orale Aufnahme kontaminierter 
Lebensmittel durch den Menschen oder durch kontaminiertes Tierfutter (Schlech et al., 1983, 
Low und Donachie, 1997, Driehuis und Oude Elferink, 2000, Gandhi und Chikindas, 2007). 
Aufgrund der Resistenz gegenüber Säuren und hohen Salzkonzentrationen sowie der 
Fähigkeit, sich bei niedrigen Temperaturen (3 bis10°C) vermehren zu können (Welshimer, 
1960, Nkuo und Egwu, 1980, Swaminathan und Gerner-Smidt, 2007), kann eine Verbreitung 
von L. monocytogenes durch kontaminierte Lebensmittel erfolgen. Dabei wurde L. 
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monocytogenes häufig aus Fleisch- und Fischprodukten, Meeresfrüchten, Salat und Gemüse 
sowie aus Milchprodukten, wie z.B. Eiscreme, Rohmilch und gereiftem Weichkäse, isoliert 
(Aureli et al., 2000, Ramaswamy et al., 2007). 
Die Infektion mit L. monocytogenes äußert sich in gesunden Menschen meist durch eine 
selbst-limitierende fiebrige Gastroenteritis, kann aber bei älteren Menschen, schwangeren 
Frauen und immunsupprimierten Menschen zu ernsthaften systemischen Verläufen, der 
sogenannten invasiven Listeriose führen. Bei Patienten, die ein geschwächtes Immunsystem 
aufweisen, kann die Infektion mit L. monocytogenes eine Septikämie, Meningitis oder 
Encephalitis verursachen, bei Schwangeren kann es zu Früh- oder Fehlgeburten kommen 
(Gray et al., 1955, Low und Donachie, 1997, Hamon et al., 2006, Ramaswamy et al., 2007, 
Drevets und Bronze, 2008). Die Inkubationszeit beträgt 5-70 Tage, wodurch die Zuordnung 
der Infektionsursache zu einem kontaminierten Lebensmittel schwierig ist (Swaminathan und 
Gerner-Smidt, 2007). Die Inzidenz der Listeriose liegt im Vergleich zu gastrointestinalen 
Erkrankungen mit anderen Erregern, wie Salmonella und Campylobacter, mit 308-608 Fällen 
in Deutschland pro Jahr (2005-2014) etwa 100-fach niedriger (Werber et al., 2013, Robert-
Koch-Institut, 2015). Dennoch zählt die Listeriose in Europa zu den Infektionen mit den 
höchsten lebensmittelassoziierten Todesfällen (Allerberger und Wagner, 2010), da sie eine 
Mortalitätsrate von 10-30% aufweist (Lorber, 1997, Hamon et al., 2006, Koch und Stark, 
2006, Ramaswamy et al., 2007, Mook et al., 2012). 
 
1.2. Infektionszyklus 
L. monocytogenes ist ein fakultatives intrazelluläres Bakterium, dass die eigene Aufnahme in 
nicht-phagozytotische Zellen induziert (Ramaswamy et al., 2007). Bei der Listeriose wird 
zwischen der nicht-invasiven gastrointestinalen Listeriose, die vorrangig bei gesunden 
Menschen vorkommt, und der invasiven Listeriose unterschieden (Allerberger und Wagner, 
2010, Camejo et al., 2011). L. monocytogenes kann in verschiedene Zelltypen wie z.B. 
Epithelzellen, dendritische Zellen, Endothelzellen und Makrophagen eindringen, überleben 
und sich vermehren (Mackaness, 1962, Tilney und Portnoy, 1989, Kolb-Maurer et al., 2000, 
Lecuit, 2007). Die Aufnahme von L. monocytogenes durch Makrophagen verläuft über 
Phagozytose, wohingegen die Invasion in Epithelzellen, Endothelzellen, Enterozyten, 
Hepatozyten und Fibroblasten über die Bindung der Internaline InlA und InlB an die 
Rezeptoren E-cadherin bzw. Met der Wirtszellen erfolgt (Gaillard et al., 1991, Cossart und 
Lecuit, 1998, Parida et al., 1998, Hamon et al., 2006). Nach der Aufnahme von L. 
monocytogenes durch kontaminierte Lebensmittel gelangt das Bakterium in den Darm und 
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dringt über die Spitze des Bürstensaums (Mikrovilli) in die Darmepithelzellen ein (Pentecost 
et al., 2006). Der Übertritt der Darmbarriere wird durch InlA vermittelt (Lecuit et al., 2001). 
Bei gesunden Menschen kann die Infektion durch die zelluläre Immunantwort kontrolliert 
werden und breitet sich nicht weiter aus (Werbrouck et al., 2006). Bei immunsupprimierten 
Patienten kann L. monocytogenes aufgrund der geschwächten zellulären Immunantwort in die 
Blutbahn und die mesenterialen Lymphknoten gelangen. Von da aus erreichen die Bakterien 
die Leber und die Milz und vermehren sich dort hauptsächlich in Leber- und 
Milzmakrophagen oder in Epithelzellen (Lecuit, 2007). 
 
 
Abb. 1: Schematische Darstellung des Infektionszyklus von 
L. monocytogenes 
(A) L. monocytogenes dringt in die Wirtszelle nach Bindung 
des Internalins InlA an den Rezeptor E-cadherin bzw. von InlB 
an den Rezeptor Met ein. (B) L. monocytogenes befindet sich 
im Phagosom, das durch die Sekretion und Aktivität der 
Phospholipasen PlcA und PlcB sowie des Toxins Listeriolysin 
O (LLO) lysiert wird. (C) Vermehrung von L. monocytogenes 
im Zytoplasma der Wirtszelle. (D) Umlagerung der 
Bakterienzelle mit Aktinfilamenten des Wirtes, die die 
Bewegung der Listerien-Zelle im Zytoplasma des Wirtes 
ermöglicht. (E) Ausbreitung von Zelle zu Zelle durch 
Ausstülpung der Wirtszelloberfläche. (F) Durch die 
Ausbreitung in die Nachbarzelle befindet sich die Listeria-
Zelle in einer Vakuole mit einer doppelten Membran. Die Lyse 
der primären und sekundären Vakuole erfolgt durch PlcA, 
PlcB und LLO. Der Infektionszyklus kann wieder von vorn 




Die initiale Internalisierung von L. monocytogenes in die Wirtszelle erfolgt durch induzierte 
Phagozytose, infolge dessen sind die Bakterien von einer Vakuole umgeben (Abb. 1). Der 
Austritt aus der phagozytischen Vakuole erfolgt durch die Sekretion der Phospholipasen PlcA 
und PlcB und des porenbildenden Toxins Listeriolysin O (LLO) (Cossart et al., 1989, Hamon 
















bewirkt durch das oberflächenassoziierte Protein ActA die Polymerisierung des Aktins der 
Wirtszelle um die Bakterienzelle herum (Domann et al., 1992, Kocks et al., 1992, Kocks et 
al., 1993). Durch Umlagerung der Aktinmoleküle wird ein Aktinschwanz gebildet, der die 
Motilität von L. monocytogenes im Zytosol ermöglicht. Die direkte Ausbreitung von L. 
monocytogenes erfolgt durch die Bildung einer Ausstülpung der Wirtszelloberfläche und den 
Durchtritt in die Nachbarzelle. Dabei wird eine sekundäre Vakuole um die Listeria-Zelle 
gebildet, die ebenfalls lysiert werden kann (Abb. 1). Danach kann ein neuer Infektionszyklus 
beginnen (Tilney und Portnoy, 1989, Kocks et al., 1992, Ramaswamy et al., 2007, Camejo et 
al., 2011). Auf diese Weise kann L. monocytogenes alle Barrieren des menschlichen Körpers 
überqueren: die Darmbarriere, die Blut-Hirnschranke und die Plazentaschranke (Gray und 
Killinger, 1966, Berche, 1995, Cossart und Lecuit, 1998, Lecuit, 2005). Dabei führt der 
Übertritt der Blut-Hirnschranke zu Infektionen der Hirnhäute und des Gehirns und der 
Übertritt der Plazentaschranke kann zu Infektionen des Fetus führen (Gray et al., 1955, 
Berche, 1995, Cossart und Toledo-Arana, 2008). Weiterhin bewirkt die Ausbreitung von Zelle 
zu Zelle, dass der Kontakt mit dem extrazellulären Kompartiment des Wirtes und damit der 
Immunabwehr auf niedrigem Level gehalten wird (Cossart und Lecuit, 1998, Hamon et al., 
2006). 
 
1.3. Behandlung der Listeriose 
Isolate von L. monocytogenes sind sensitiv gegenüber Penicillinen, Aminoglykosiden, 
Tetrazyklinen und Vancomycin. Die Resistenz gegenüber Cephalosporinen, Sulfomethoxazol 
und einigen Fluorochinolonen, z.B. Ciprofloxacin, ist hingegen erhöht (Jones und 
MacGowan, 1995, Troxler et al., 2000, Lampidis et al., 2002). Die in vitro ermittelten 
Antibiotika-Suszeptibilitäten von Listeria haben sich in den letzten 35 Jahren kaum verändert 
(Heger et al., 1997, Conter et al., 2009). In klinischen Isolaten haben sich selten Resistenzen 
entwickelt, in tierischen Isolaten konnten hingegen Resistenzveränderungen festgestellt 
werden (Hansen et al., 2005, Srinivasan et al., 2005). Das intrazelluläre Wachstum von 
Listeria erschwert die Wirkung einiger Antibiotika (Marget und Seeliger, 1988). Zur 
Behandlung invasiver Listerien werden hohe Dosen an Penicillin oder Ampicillin, oft in 
Kombination mit Aminoglykosiden wie Gentamycin, verabreicht (Gordon et al., 1972, 
Swaminathan und Gerner-Smidt, 2007). Ein Problem in der Behandlung der Listeriose ist die 
bakteriostatische Wirkung von Penicillin und Ampicillin gegen L. monocytogenes, daher ist 
die körpereigene Immunabwehr von großer Bedeutung (Hof, 2003, Hof, 2004). Die 
Kombination von Penicillin und Gentamycin führte in vitro zu bakteriziden Effekten, kann 
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jedoch nicht bei schwangeren Personen angewendet werden (Hof, 2003, Hof, 2004, 
Allerberger und Wagner, 2010). Bislang konnte der Vorteil, den die Kombination der beiden 
Antibiotika in vitro zeigt, in vivo noch nicht bestätigt werden (Mitja et al., 2009). In 
Tiermodellen konnte kein synergistischer Effekt von Penicillin und Gentamycin 
nachgewiesen werden (Blanot et al., 1999). Bei Patienten mit einer Penicillin-Allergie werden 
Vancomycin/Teicoplanin, Trimethoprim/Sulfomethoxazol oder Erythromycin eingesetzt 
(Swaminathan und Gerner-Smidt, 2007, Allerberger und Wagner, 2010). Weiterhin wurden 
die Antibiotika Linezolid, Meropenem und Rifampicin erfolgreich für die Behandlung von 
Listeria-Infektionen eingesetzt (Mylonakis et al., 2002, Morosi et al., 2006). Um einen 
Rückfall der Erkrankung zu vermeiden, sollte die Antibiotika-Behandlung mindestens 
14 Tage erfolgen (Disson et al., 2008). 
 
1.4. Antibiotika 
Antibiotika werden zur Behandlung diverser bakterieller Infektionskrankheiten eingesetzt. 
Hierbei können sie entweder das Wachstum der Bakterien hemmen oder die Bakterien töten. 
Die Antibiotika wirken somit bakteriostatisch oder bakteriozid (Finberg et al., 2004). Eine 
weitere Unterscheidungsmöglichkeit der Antibiotika sind die jeweiligen Angriffspunkte. 
Antibiotika, die eine klinische Anwendung finden, inhibieren meist Proteine der 
Zellwandbiosynthese (β-Laktame wie Penicillin, Ampicillin, Amoxcillin; Carbapeneme wie 
Meropenem oder Glykopeptide wie Vancomycin, Teicoplanin), der Proteinbiosynthese 
(Tetrazykline; Makrolid-Antibiotika wie Erythromycin oder Aminoglykoside wie 
Gentamycin) oder der Nukleinsäuresynthese (Fluorochinolone wie Ciprofloxacin oder 
Sulfonamide) (Bugg, 1999, Finberg et al., 2004, Mitscher, 2005). Eine häufige und intensive 
Verwendung von Antibiotika für die Behandlung von Infektionen in Mensch und Tier und in 
der Landwirtschaft resultieren in einer weltweiten Verbreitung multiresistenter pathogener 
Bakterien (Witte, 1998, McManus et al., 2002, Aarestrup, 2005, Cabello, 2006). Dabei 
werden in den Bakterien unterschiedliche Mechanismen zur Resistenzentwicklung 
angewandt: Veränderung des Angriffspunktes z.B. durch Mutationen, Veränderung der 
Zellpermeabilität, Einsatz von Effluxmechanismen oder der Abbau der Antibiotika. Zudem 
können Resistenzgene über horizontalen Gentransfer zwischen verschiedenen Organismen 
erworben werden (Moyed, 1964, Davies, 1994, Andersson, 2003, Livermore, 2003). 
Momentan sind bei ca. 70% der pathogenen Bakterien Resistenzen gegenüber den 
verwendeten Antibiotika nachgewiesen worden, was zu einer Mortalitätsrate der bakteriellen 
Infektionen von weltweit über 2 Mio. Menschen pro Jahr führt (Berdy, 2012). Daher gewinnt 
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die Herstellung neuer Antibiotika, die andere Angriffspunkte in den Bakterien haben, an 
zunehmender Bedeutung. Bakterielle Zellteilungsproteine und Proteine, die an der 
Zellwandbiosynthese beteiligt sind, erfüllen die Anforderungen an Angriffspunkte für 
Antibiotika. Angriffspunkte für Antibiotika sollten essenziell, konserviert und universell in 
Bakterien sein. Im Gegensatz dazu sollten diese Gene im Menschen nicht vorhanden sein oder 
keine essenzielle Funktion ausüben. Angriffspunkte, deren Funktion und Struktur bekannt 
sind, sind dabei von Vorteil. Darüber hinaus ist die Erreichbarkeit der Proteine für die 
Wirkung der Antibiotika entscheidend (Rao et al., 2014). Viele Zellteilungsproteine und 
Proteine, die für die Zellwandbiosynthese benötigt werden, beispielsweise das Tubulin-
Homolog FtsZ oder die UDP-N-Acetylglucosamin 1-Carboxyvinyltransferase MurA aus der 
Peptidoglykanbiosynthese, sind essenziell und sind in den meisten untersuchten Bakterien 
konserviert (Brown et al., 1995, Du et al., 2000, den Blaauwen, 2013, den Blaauwen et al., 
2014). Gegen diese beiden Proteine sind bereits Inhibitoren entwickelt worden, die in 
Tierversuchen heilende Wirkung entfalteten (Kahan et al., 1974, Marquardt et al., 1994, 
Haydon et al., 2008). 
 
1.5. Peptidoglykansynthese 
Ein wichtiger Bestandteil der bakteriellen Zellwand ist das Peptidoglykan, da es den 
Bakterien ermöglicht, dem Turgor, der zwischen dem Zytoplasma und der extrazellulären 
Umgebung entsteht, stand zu halten (Weidel und Pelzer, 1964, Boneca, 2005, Turner et al., 
2014). Das Peptidoglykan besteht aus Glykansträngen, die durch kurze Peptide quervernetzt 
werden (Gan et al., 2008). Um die strukturelle Integrität und die Erhaltung der Zellform zu 
gewährleisten, muss die Peptidoglykansynthese und –hydrolyse streng kontrolliert werden 
(Vollmer und Bertsche, 2008, Typas et al., 2012). Bei Gram-positiven Bakterien besteht das 
Peptidoglykan aus 10-20 Schichten und weist eine Dicke von über 25 nm auf (Rogers et al., 
1980, Scheffers und Pinho, 2005). 
Die Glykanstränge bestehen aus N-Acetylglucosamin- und N-Acetylmuraminsäureresten, die 
über eine β-1→4-glykosidische Bindung verknüpft werden (Ghuysen, 1968). Die 
Zusammensetzung der Glykanstränge unterscheidet sich kaum in verschiedenen Organismen 
(Blumberg und Strominger, 1974, Scheffers und Pinho, 2005). 
Der erste Schritt der Peptidoglykansynthese findet im Zytoplasma statt. MurA, eine UDP-N-
Acetylglucosamin 1-Carboxyvinyltransferase, überträgt eine Enolpyruvyl-Gruppe von 
Phosphoenolpyruvat auf UDP-N-Acetylglucosamin (UDP-GlcNAc) (Du et al., 2000, Kock et 
al., 2004). Dieser Schritt kann durch den Einsatz des Antibiotikums Fosfomycin inhibiert 
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werden (Abb. 2). Fosfomycin verursacht eine irreversible Alkylierung des Cys115, das sich 
im aktiven Zentrum von MurA befindet (Bugg, 1999). In Gram-positiven Bakterien, die einen 
geringen G+C-Gehalt aufweisen, ist neben MurA noch eine weitere UDP-N-
Acetylglucosamin 1-Carboxyvinyltransferase, MurZ, vorhanden (Du et al., 2000). In den 
folgenden Schritten der Peptidoglykansynthese erfolgt die Bildung des UDP-N-
Acetylmuramyl-Pentapeptids (UDP-MurNAc-Pentapeptid) durch die Enzyme MurB-F (Abb. 
2) (Blumberg und Strominger, 1974, van Heijenoort, 2001, Scheffers und Pinho, 2005). Das 
Pentapeptid besteht aus D- und L-Aminosäuren und einer dibasischen Aminosäure, die die 
Bildung der Peptidbrücke ermöglicht. In den meisten Gram-negativen und einigen Gram-
positiven Bakterien wird meso-Diaminopimelinsäure (meso-Dap) ins Pentapeptid eingebaut, 
bei vielen Gram-positiven wird hingegen L-Lysin verwendet (Ghuysen, 1968, Scheffers und 
Pinho, 2005). Das Pentapeptid des Peptidoglykans von L. monocytogenes ist wie folgt 
aufgebaut: L-Ala-D-Glu-meso-Dap-D-Ala-D-Ala (Navarre und Schneewind, 1999). An der 
Innenseite der Zytoplasmamembran wird das Phospho-MurNAc-Pentapeptid durch MraY auf 
den Membranakzeptor Bactoprenol übertragen. Diese Verbindung wird als Lipid I bezeichnet. 
Zur Bildung von Lipid II wird GlcNAc von UDP-GlcNAc durch MurG auf Lipid I übertragen 
(Abb. 2) (Scheffers und Pinho, 2005, Pinho et al., 2013). Bactoprenol ist ein Lipidcarrier, der 
den Transfer von Lipid II durch die hydrophobe Plasmamembran nach außen ermöglicht 
(Higashi et al., 1967, Scheffers und Pinho, 2005). Dieser Transfer wird über eine Flippase 
katalysiert. In früheren Arbeiten wurde vermutet, dass RodA und FtsW, zwei integrale 
Membranproteine, die 10 vorhergesagte Transmembranhelices aufweisen, an diesem Prozess 
beteiligt sind (Ishino und Matsuhashi, 1981, Ishino et al., 1986, Ehlert und Höltje, 1996). Die 
FtsW-abhängige Lipid II-Translokation konnte in vitro unter Verwendung von E. coli 
Membranvesikeln nachgewiesen werden (Mohammadi et al., 2011). Lokalisationsstudien mit 
GFP-FtsW und RodA-GFP in Corynebacterium glutamicum führten zu der Annahme, dass 
Corynebacteria FtsW für die Translokation von Lipid II über die septale Membran benötigen, 
wohingegen RodA die Translokation über die apikale Membran katalysiert (Sieger et al., 
2013). Sham et al. identifizierten 2014 MurJ als Lipid II-Flippase in E. coli. Aufgrund der 
essenziellen Funktion von MurJ wird vermutet, dass es sich bei MurJ um die einzige Lipid II-
Flippase in diesem Organismus handelt (Sham et al., 2014). In B. subtilis konnte neben MurJ 
noch eine weitere Lipid II-Flippase, Amj, identifiziert werden. Die Translokation von Lipid II 
durch B. subtilis MurJ (YtgP) und Amj (YdaH) konnte in vivo bestätigt werden (Meeske et 
al., 2015). Lipid II dient als Substrat für die Polymerisierung des Glykanstranges. Die 
Polymerisierung erfolgt an der Außenseite der Zytoplasmamembran und wird durch die 
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Transglykosylase-Aktivität von Penicillin-bindenden Proteinen (PBPs), in dem Fall von High-
molecular-weight PBPs der Klasse A, die im nächsten Kapitel genauer beschrieben werden, 
katalysiert (Bertsche et al., 2005, Born et al., 2006, Lebar et al., 2013). Durch die 
Transglykosylierung wird der reduzierte Rest von MurNAc des wachsenden Peptidoglykan-
Stranges mit dem C4-Atom des Glucosamin-Restes des Lipid II-Moleküls verbunden. Die 
Aktivität der Transglykosylase kann durch das Antibiotikum Moenomycin inhibiert werden 
(Abb. 2) (Huber und Nesemann, 1968, Van Heijenoort et al., 1978, van Heijenoort und van 
Heijenoort, 1980). Bactoprenol wird nach der Transglykosylierung abgespalten, 
dephosphoryliert, über die Plasmamembran wieder ins Zellinnere transportiert und kann 
anschließend für weitere Syntheseschritte genutzt werden (Scheffers und Pinho, 2005). 
Die Quervernetzung des Peptidoglykans wird durch die Aktivität von Transpeptidasen 
katalysiert (Blumberg und Strominger, 1974). Dabei wird D-Ala-D-Ala des Pentapeptids 
gespalten und die Peptidyl-Einheit auf die Aminogruppe des Akzeptors übertragen. Der 
Akzeptor ist die dibasische Aminosäure des benachbarten Pentapeptids, im Fall von L. 
monocytogenes meso-Dap (Abb. 2) (Blumberg und Strominger, 1974, Navarre und 
Schneewind, 1999, Scheffers und Pinho, 2005). Die Disaccharideinheiten der Glykanstränge 
bilden vermutlich helikale Strukturen aus. Dadurch zeigen die Pentapeptide in alle 
Richtungen und der Winkel zwischen zwei benachbarten Pentapeptiden beträgt ca. 90° 
(Labischinski et al., 1985, Koch, 2000). Dadurch befindet sich nur jedes zweite Pentapeptid in 
einer Ebene und kann quervernetzt werden. In Abhängigkeit von Stamm und 
Wachstumsbedingungen weist z.B. B. subtilis einen Quervernetzungsgrad von 56-63% auf 
(Atrih et al., 1999). Bei Pentapeptiden, die nicht quervernetzt werden, wird das terminale D-
Ala durch eine DD-Carboxypeptidase (DD-CPase) entfernt (Abb. 2) (Araki et al., 1966, Izaki 
und Strominger, 1968, Scheffers und Pinho, 2005). Dadurch kann die erhaltene 
Tetrapeptidkette nicht mehr als Donor für die Transpeptidierung genutzt werden (Blumberg 
und Strominger, 1974). Glykopeptide wie Vancomycin können an das terminale D-Ala des 
Lipid II-Moleküls und des zuletzt eingebauten Peptidoglykanbausteins binden und dadurch 
die Quervernetzung verhindern (Perkins, 1969). Die Verwendung eines Fluorescein-
markierten Vancomycins, Van-FL, ermöglicht damit die Visualisierung der gerade 





Abb. 2: Ablauf der Peptidoglykansynthese 
Die ersten Schritte der Synthese des Peptidoglykans finden im Zytoplasma statt. Durch die Aktivität der Enzyme 
MurA-F wird das UDP-MurNAc-Pentapeptid gebildet. MraY und MurG katalysieren die Bildung vom 
Peptidoglykanbaustein Lipid II. Lipid II wird in B. subtilis durch die Flippasen MurJ bzw. Amj über die 
Plasmamembran transportiert. Die Transglykosylase (TG) verknüpft MurNAc des wachsenden Peptidoglykan-
Stranges mit dem Lipid II-Molekül. Im nächsten Schritt werden benachbarte Pentapeptide durch die 
Transpeptidase (TP) quervernetzt. Dazu wird das terminale D-Ala abgespalten und das D-Ala an Position 4 mit 
meso-Dap verbunden. Bei Pentapeptiden, die nicht quervernetzt werden, wird das terminale D-Ala durch eine 
DD-Carboxypeptidase (DD-CPase) entfernt. Die Angriffspunkte verschiedener Antibiotikaklassen sind 
eingezeichnet. Modifiziert nach (McCallum et al., 2011, Typas et al., 2012, Pinho et al., 2013). 
 
1.6. Penicillin-bindende Proteine (PBPs) 
Für die Behandlung von Listeria-Infektionen werden hauptsächlich hohe Dosen von β-
Laktam-Antibiotika eingesetzt (Swaminathan und Gerner-Smidt, 2007). Angriffspunkt dieser 
Antibiotika-Klasse sind Penicillin-bindende Proteine, die den letzten Schritt der 
Peptidoglykansynthese katalysieren (Nakagawa et al., 1979, Korsak et al., 2010). 
PBPs können in zwei Klassen untergliedert werden: High-molecular-weight PBPs (HMW 
PBPs) und Low-molecular-weight PBPs (LMW PBPs) (Sauvage et al., 2008). HMW PBPs 
besitzen eine kurze zytoplasmatische Domäne, eine Transmembran-Domäne sowie zwei 
Domänen, die über einen Linker miteinander verbunden sind und sich im Periplasma befinden 































der Funktion der N-terminalen Domäne lassen sich HMW PBPs in Klasse A und Klasse B 
untergliedern. Die N-terminale Domäne von Klasse A HMW PBPs besitzt eine 
Transglykosylase-Aktivität, die für die Verlängerung der Glykanstränge verantwortlich ist 
(Höltje, 1998, Terrak et al., 1999, Sauvage et al., 2008). Dahingegen scheint die N-terminale 
Domäne der Klasse B HMW PBPs an der Zellmorphogenese durch die Interaktion mit 
Zellteilungsproteinen, wie FtsN, FtsW und FtsQ, beteiligt zu sein (Goffin und Ghuysen, 1998, 
Di Lallo et al., 2003, Karimova et al., 2005, den Blaauwen et al., 2008, Zapun et al., 2008a, 
van der Ploeg et al., 2013). Die C-terminale Domäne beider HMW PBP Klassen besitzt eine 
Transpeptidase-Aktivität, die die Quervernetzung benachbarter Glykanstränge katalysiert 
(Goffin und Ghuysen, 1998, Sauvage et al., 2008, Zapun et al., 2008a). Da die HMW PBPs 
der Klasse A sowohl Transglykosylase- als auch Transpeptidase-Aktivität aufweisen, werden 
sie auch als bi-funktionale PBPs bezeichnet, Klasse B HMW PBPs sind hingegen mono-
funktionale PBPs. 
HMW PBPs sind am Zellwachstum und der Septenbildung beteiligt und prägen damit die 
Zellmorphologie (Matsuhashi et al., 1990, Wientjes und Nanninga, 1991). LMW PBPs sind 
DD-Peptidasen, die meist eine DD-Carboxypeptidase- oder Endopeptidase-Aktivität 
aufweisen. Sie sind für die Zellseparation und die Reifung des Peptidoglykans und damit für 
die Morphologie der Zellen verantwortlich (Sauvage et al., 2008, Gonzalez-Leiza et al., 2011, 
Brambilla et al., 2014). Weiterhin kontrollieren sie den Grad der Quervernetzung des 
Peptidoglykans durch Hydrolyse des terminalen D-Ala der Pentapeptide, wodurch die 
Quervernetzung inhibiert wird, oder durch Hydrolyse bestehender Quervernetzungen 
zwischen zwei Pentapeptiden (Ghuysen, 1991, Massova und Mobashery, 1998, Meberg et al., 
2004, Vollmer und Höltje, 2004, Vollmer et al., 2008). Die Inhibierung der HMW PBPs 
durch β-Laktame wie Penicillin erfolgt durch eine kovalente Bindung mit dem Serin des 
aktiven Zentrums der Transpeptidase. Penicillin weist eine strukturelle Ähnlichkeit mit dem 
Substrat der Transpeptidase, dem D-Ala-D-Ala des Lipid II, auf und kann dadurch von der 
Transpeptidase gebunden werden (Tipper und Strominger, 1965, Lee et al., 2001, Lee et al., 
2003, Macheboeuf et al., 2006).  
Die Inhibierung der Transpeptidase von PBP 1A in E. coli, einem bi-funktionalen PBP, führte 
zur Synthese längerer Glykanstränge und infolge dessen zum Verbrauch von Lipid II-
Molekülen (Barrett et al., 2007). Mutationen im aktiven Zentrum der Transpeptidase von PBP 
1A in E. coli führten ebenfalls zur Synthese von Glykansträngen, die keine Quervernetzung 
aufwiesen. Dahingegen führte die Inaktivierung der Transglykosylase von PBP 1A durch 
Mutationen im aktiven Zentrum zur Akkumulation von Lipid II-Molekülen (Born et al., 
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2006). Dieser Effekt konnte auch für E. coli PBP 1B gezeigt werden (Terrak et al., 1999). Die 
Transglykosylase und Transpeptidase der bi-funktionalen PBPs sind somit gekoppelt. Der 
wachsende Glykanstrang, der durch die Transglykosylase gebildet wird, dient der 
Transpeptidase als Donor für die Quervernetzung (Sung et al., 2009). Das bedeutet, dass die 
Transglykosylierung auch ohne Transpeptidierung erfolgen kann. Im Gegensatz dazu konnte 
eine Transpeptidierung ohne vorherige Bildung von Glykansträngen nicht nachgewiesen 
werden (Rogers et al., 1980, Ward, 1984, Kohlrausch und Höltje, 1991, Banzhaf et al., 2012). 
Aufgrund der Bindung von Penicillin an die Transpeptidase-Domäne der PBPs war es 
möglich, Penicillin-bindende Proteine unter Verwendung eines radioaktiv-markierten 
Penicillins nachzuweisen. Vicente und Kollegen gelang es erstmals 5 PBPs in L. 
monocytogenes, PBP1-5, mit Hilfe dieser Methode nachzuweisen (Vicente et al., 1990). Als 
Glaser et al. 2001 die Genomsequenz von L. monocytogenes EGD-e veröffentlichten (Glaser 
et al., 2001), konnten insgesamt 5 HMW PBPs und 5 LMW PBPs identifiziert werden 
(Guinane et al., 2006, Bierne und Cossart, 2007, Korsak et al., 2010). Infolge verschiedener 
Deletions- und Überexpressionsstudien wurden die PBPs von L. monocytogenes umbenannt, 
beispielsweise PBP3 in PBP B1 (Krawczyk-Balska et al., 2012) oder PBP4 in PBP A2 
(Zawadzka-Skomial et al., 2006, Van de Velde et al., 2009). Zur Charakterisierung der HMW 
PBPs wurden Disruptionsmutanten unter Verwendung eines temperatursensitiven Plasmides 
hergestellt (Guinane et al., 2006). Die Ergebnisse von Guinane et al. wiesen hierbei auf eine 
Essentialität von PBP2 (neue Bezeichnung PBP B2) hin. Weiterhin wurde vermutet, dass die 
verschiedenen PBPs überlappende Funktionen aufweisen und daher die phänotypischen 
Veränderungen infolge der Disruption einzelner PBPs gering sind (Guinane et al., 2006). In 
früheren Arbeiten wurde vermutet, dass es sich bei PBP B1 um den Hauptangriffspunkt von 
Penicillin handeln könnte (Gutkind et al., 1990, Pierre et al., 1990, Vicente et al., 1990).  
 
1.7. Zellteilung und laterales Zellwachstum 
Neben der strikten Kontrolle der Peptidoglykansynthese und –hydrolyse müssen auch die 
Prozesse der Zellteilung und des lateralen Zellwachstums streng reguliert sein. In 
stäbchenförmigen Bakterien umfasst die Synthese der Zellwand zwei Prozesse: das 
Zellwachstum und die Zellteilung (Lederberg, 1957, Schwarz et al., 1969, Lleo et al., 1990, 
Höltje, 1998). Diese Prozesse werden durch die Anwesenheit von zellwachstums- und 
zellteilungsspezifischen makromolekularen Komplexen gesteuert (Ricard und Hirota, 1973, 
Nanninga, 1991, Carballido-Lopez und Formstone, 2007). In E. coli und B. subtilis konnten 
PBPs identifiziert werden, die nur für das Zellwachstum oder nur für die Zellteilung 
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verantwortlich sind (Spratt, 1975, Yanouri et al., 1993, Wei et al., 2003, Scheffers und 
Errington, 2004). Frühere Arbeiten zeigten, dass die Aktivierung der Synthese des Septums 
abhängig von der Aktivierung der Zellteilungskaskade durch das Tubulin-Homolog FtsZ ist 
und mit der Reduktion der Synthese der lateralen Zellwand einhergeht (Begg und Donachie, 
1985, Woldringh et al., 1987, Cooper und Hsieh, 1988, Scheffers und Pinho, 2005). Während 
der Zellteilung lagern sich FtsZ-Monomere zu Polymeren zusammen und bilden eine 
ringähnliche Struktur in der Zellmitte, den Z-Ring, der zur Rekrutierung weiterer 
Zellteilungsproteine zum Septum gebraucht wird (Bi und Lutkenhaus, 1991, Errington et al., 
2003). Dieser aus FtsZ und weiteren Zellteilungsproteinen bestehende Proteinkomplex, der an 
der Initiation der Zellteilung, der Septenbildung und der Trennung der Tochterzellen beteiligt 
ist, wird als Divisom bezeichnet (Adams und Errington, 2009). Die Zusammensetzung des 
Divisoms unterscheidet sich in den verschiedenen Organismen. Das Divisom von B. subtilis 
wird aus den Proteinen FtsZ, FtsA, SepF, ZapA, FtsW, MurJ/Amj, DivIB, DivIC, FtsL, PBP 
1, PBP 2b, EzrA, DivIVA und GpsB gebildet (Abb. 3) (Carballido-Lopez und Formstone, 
2007, Sham et al., 2014, Meeske et al., 2015). Die Funktion der einzelnen B. subtilis 
Zellteilungsproteine und die Gene, die diese Proteine in L. monocytogenes codieren, sind in 
Tab. 1 zusammengefasst. Gamba et al. konnten zeigen, dass FtsZ, FtsA, ZapA und EzrA zu 
Beginn der Zellteilung in der Zellmitte lokalisiert sind, wohingegen FtsW, DivIB, FtsL, PBP 
2b, DivIVA und GpsB erst zu einem späteren Zeitpunkt in der Zellmitte detektiert werden 
können (Gamba et al., 2009). Nach vollständiger Synthese der Zellwand wird das 
Peptidoglykan des gebildeten Septums, das den Zellpolen der Tochterzellen entspricht, zu 
inertem Peptidoglykan differenziert, d. h. es findet kein neuer Einbau und kein Abbau von 
Peptidoglykanbausteinen an den Zellpolen statt (Cole und Hahn, 1962, Burman et al., 1983, 
Mobley et al., 1984, Egan und Vollmer, 2013).  
 
Tab. 1: Zellteilungsproteine in B. subtilis und deren Funktion 
Protein Gene in L. monocytogenes Funktion Referenz 
FtsZ lmo2032 Bildung des Z-Rings zur Initiation 
der Zellteilung 
(Bi und Lutkenhaus, 
1991) 
FtsA lmo2033 Bindung von FtsZ an der Membran 
und Destabilisierung der FtsZ-
Filamente 
(Jensen et al., 2005, 
Loose und Mitchison, 
2014) 
SepF lmo2030 Erhöht Bündelung der FtsZ-
Filamente und stabilisiert diese FtsZ-
Bündel, supprimiert GTPase-
Aktivität von FtsZ 
(Hamoen et al., 2006, 
Duman et al., 2013) 
Einleitung 
13 
Protein Gene in L. monocytogenes Funktion Referenz 
ZapA lmo1229 Stabilisierung der FtsZ-Filamente (Gueiros-Filho und 
Losick, 2002) 
FtsW lmo1071, lmo2688 Transfer von Lipid II über die 
Zytoplasmamembran nach außen 
(Mohammadi et al., 
2011, Sieger et al., 2013) 
MurJ/Amj lm1625, lmo1624 (MurJ-
Homologe) 
Transfer von Lipid II über die 
Zytoplasmamembran nach außen 
(Sham et al., 2014, 
Meeske et al., 2015) 
DivIB lmo2034 Fördert Bildung des DivIB-DivIC-
FtsL-Komplexes 
(Noirclerc-Savoye et al., 
2005, Daniel et al., 2006, 
Masson et al., 2009) 
DivIC lmo0217 Rekrutierung von Proteinen, die zu 
späteren Zeitpunkten an Septum 
lokalisieren wie PBP 2b 
(Daniel und Errington, 
2000, Daniel et al., 2000, 
Daniel et al., 2006) 
FtsL lmo2040 Siehe DivIC siehe DivIC 
PBP 1 lmo1892 Transpeptidase und Transglyko-
sylase, Synthese des Peptidoglykans 
an Septum und lateraler Zellwand 
(Popham und Setlow, 
1995, Pedersen et al., 
1999) 
PBP 2b lmo2039 Transpeptidase, essenziell für 
Synthese des Peptidoglykans des 
Septums 
(Yanouri et al., 1993, 
Daniel et al., 1996, 
Daniel et al., 2000) 
EzrA lmo1594 Negativer Regulator der Z-
Ringbildung, Rekrutierung von 
PBP 1 zum Septum 
(Levin et al., 1999, 
Claessen et al., 2008) 
DivIVA lmo2020 Rekrutierung der Min-Proteine 
(MinCDJ) zum Septum 
(Cha und Stewart, 1997, 
Edwards und Errington, 
1997, Marston et al., 
1998, Bramkamp et al., 
2008, Patrick und Kearns, 
2008, Bramkamp und van 
Baarle, 2009) 
GpsB lmo1888 Kontrolliert subzelluläre Lokalisation 
von PBP 1 während 
Zellwandsynthese 
(Claessen et al., 2008, 





Abb. 3: Aufbau des Elongasoms und des Divisoms 
Schematische Darstellung des B. subtilis Elongasoms (links), das für das Zellwachstum verantwortlich ist, und 
des B. subtilis Divisoms (rechts), das die Zellteilung vermittelt. Modifiziert nach (Carballido-Lopez und 
Formstone, 2007, Claessen et al., 2008, Adams und Errington, 2009). MurJ und Amj wurden in dieser 
Abbildung nicht dargestellt, da es bislang noch keine Lokalisationsdaten gibt. 
 
Verschiedene Autoren beschreiben, dass sich das Aktin-ähnliche Protein MreB zu membran-
assoziierten helikalen Filamenten zusammenlagert und als Gerüst für Proteine dienen könnte, 
die an der Zellwandsynthese beteiligt sind (Jones et al., 2001, Daniel und Errington, 2003, 
Figge et al., 2004, Formstone und Errington, 2005). Durch den Einsatz von hochauflösenden 
Mikroskopie-Techniken wie der konfokalen Mikroskopie oder der Internen 
Totalreflexionsfluoreszenzmikroskopie konnte gezeigt werden, dass die MreB-Filamente in E. 
coli, Caulobacter crescentus und B. subtilis im rechten Winkel zur Längsachse der Zelle 
angeordnet sind und sich kreisförmig um die Zelle bewegen (Dominguez-Escobar et al., 2011, 
Garner et al., 2011, van Teeffelen et al., 2011). Die Rotation der MreB-Filamente um die 
Zelle ist abhängig von der lateralen Zellwandsynthese, da die Deletion und Depletion der 
zellwachstumsspezifischen Proteine PbpH, PBP 2a, MreC und MreD die MreB-Bewegung 
verlangsamen oder vollständig inhibieren. Die Inhibierung des Lipid II-Einbaus in das 
Peptidoglykan durch Vancomycin oder die Inhibierung von MurA durch Fosfomycin hatte 
den gleichen Effekt auf die MreB-Bewegung (Dominguez-Escobar et al., 2011, Garner et al., 
2011, van Teeffelen et al., 2011). MreB ist im mreBCD-Operon codiert. Wachi et al. und 
weitere Arbeitsgruppen konnten zeigen, dass MreBCD für das stäbchenförmige Wachstum 
von E. coli und B. subtilis notwendig sind (Wachi et al., 1987, Doi et al., 1988, Wachi et al., 
1989, Levin et al., 1992, Varley und Stewart, 1992). Zudem sind die MreBCD-Proteine in der 
Regel in kokkoiden Zellen nicht vorhanden (Jones et al., 2001, Daniel und Errington, 2003). 



















































lateralen Zellwandsynthese eine essenzielle Rolle spielen (Jones et al., 2001, van den Ent et 
al., 2001, Carballido-Lopez et al., 2006). MreB kontrolliert die Zelldicke, begrenzt die 
Bewegung des Zellwachstumskomplexes und steuert die korrekte Orientierung der Bewegung 
(Doi et al., 1988, Wachi und Matsuhashi, 1989, Jones et al., 2001, Formstone und Errington, 
2005, Dominguez-Escobar et al., 2011). Mbl hat einen Einfluss auf den Einbau von Lipid II in 
die laterale Zellwand und MreBH kontrolliert möglicherweise die Autolyse-Aktivität während 
der lateralen Zellwandsynthese durch die Positionierung der DL-Endopeptidase LytE 
(Abhayawardhane und Stewart, 1995, Jones et al., 2001, Carballido-Lopez und Errington, 
2003, Daniel und Errington, 2003, Carballido-Lopez et al., 2006).  
Die Proteine MreC und MreD bestimmen ebenfalls die Zellform stäbchenförmiger Bakterien 
wie E. coli und B. subtilis und beeinflussen die laterale Zellwandsynthese durch die 
Interaktion mit MreB (Levin et al., 1992, Varley und Stewart, 1992, Lee und Stewart, 2003, 
Soufo und Graumann, 2003, Kruse et al., 2005, Leaver und Errington, 2005). Zudem 
interagieren MraY und MurG, die an der Zellwandsynthese beteiligt sind (Abb. 2), mit MreB, 
MreD und FtsZ in E. coli und C. crescentus (Aaron et al., 2007, Mohammadi et al., 2007, 
White et al., 2010). Bacterial Two-Hybrid-Assays mit B. subtilis MreC wiesen auf 
Interaktionen mit den HMW PBPs der Klasse A und B hin (van den Ent et al., 2006). Zudem 
postulierten Leaver und Errington sowie Kruse et al. die Bildung eines Komplexes aus 
MreBCD, Penicillin-bindenden Proteinen und RodA, der möglichen Lipid II-Translokase 
(Kruse et al., 2005, Leaver und Errington, 2005, Sieger et al., 2013). Der Komplex aus diesen 




DivIVA-Proteine sind hochkonservierte Zellteilungsproteine der Gram-positiven Bakterien, 
die an negativ gekrümmten (konkaven) Membranen akkumulieren (Lenarcic et al., 2009, 
Ramamurthi und Losick, 2009, Eswaramoorthy et al., 2011). Negativ gekrümmte Membranen 
sind an den Zellpolen und an den Septen zu finden. B. subtilis DivIVA bildet eine ringartige 
Struktur auf beiden Seiten des Septums, sobald die Einschnürung des Z-Ringes beginnt und 
dort während der Zellteilung erhalten bleibt (Edwards und Errington, 1997, Harry und Lewis, 
2003, Eswaramoorthy et al., 2011). Nach der Separierung der Tochterzellen bekommen die 
neu entstandenen Zellpole eine halbrunde Form. Infolge der daraus resultierenden Reduktion 
der negativen Krümmung nimmt der Durchmesser des DivIVA-Rings sukkzessive ab 
(Eswaramoorthy et al., 2011). 
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1.8.1.1. Struktur von DivIVA 
DivIVA-Proteine bestehen aus einer N-terminalen und C-terminalen Domäne, die über eine 
Linker-Region mit variierender Länge verbunden sind (Oliva et al., 2010). Die N-terminale 
Domäne von DivIVA aus B. subtilis weist eine amphipathische α-Helix auf und bildet ein 
coiled-coil Dimer, das eine parallele Anordnung aufweist und für die Lipidbindung 
verantwortlich ist (Lenarcic et al., 2009). Daher wird sie auch als Lipidbindedomäne (LBD) 
bezeichnet. Die beiden N-Termini der DivIVA-Monomere sind ineinander verdreht. Dadurch 
werden die Seitenketten zweier Phenylalanine (F17 in B. subtilis, eins je Monomer) nach 
außen gerichtet, die essenziell für die Interaktion mit der hydrophoben Zellmembran sind 
(Oliva et al., 2010). Die Aminosäuren K15 und R18 von B. subtilis DivIVA stabilisieren die 
Interaktion mit der negativ geladenen Oberfläche der Zellmembran (Oliva et al., 2010). In 
DivIVA-Proteinen anderer Firmicutes können die Aminosäuren, die die Interaktion 
stabilisieren, variieren. Phenylalanin und Arginin können in nah verwandten Organismen 
durch Leucin und Methionin bzw. Lysin ersetzt sein (Oliva et al., 2010, Sieger und 
Bramkamp, 2014). Die C-terminale Domäne von DivIVA ist weniger stark konserviert. In B. 
subtilis DivIVA bildet der C-Terminus eine tetramere Struktur mit mehreren coiled-coil 
Regionen, die an Protein-Protein-Interaktionen beteiligt sind (Oliva et al., 2010, Donovan et 
al., 2012, van Baarle et al., 2013). Dieses Tetramer wird aus zwei Dimeren gebildet, die 
antiparallel ausgerichtet sind. Dadurch weist das vollständige DivIVA-Tetramer von B. 
subtilis eine Länge von ca. 30 nm auf. Die antiparallele Anordnung von zwei DivIVA-
Dimeren im DivIVA-Tetramer ermöglicht so die Verbindung zweier Membranen über die 
LBD der parallel angeordneten N-Termini (Lenarcic et al., 2009, Oliva et al., 2010). Die LBD 
von DivIVA ist somit für die Dimerisierung, Lipidbindung und Lokalisation von DivIVA 
verantwortlich, der C-Terminus ermöglicht hingegen die Tetramerisierung des Proteins. Die 
LBD und die C-terminale Domäne dienen darüber hinaus zur Interaktion mit 
unterschiedlichen Proteinen (Donovan et al., 2012, van Baarle et al., 2013). 
 
1.8.1.2. Funktion von DivIVA in verschiedenen Spezies 
B. subtilis ist ein sporenbildendes Bakterium. Während der Sporulation lokalisiert DivIVA an 
den Zellpolen und verbindet SpoIIE mit der Zellmembran (Eswaramoorthy et al., 2014). 
SpoIIE ist verantwortlich für die Rekrutierung von FtsZ zu den Zellpolen, wird nach der 
Bildung des Septums in die Endospore entlassen und aktiviert den Transkriptionsfakter σF 
(Gholamhoseinian et al., 1992, Gonzy-Treboul et al., 1992, Barak und Youngman, 1996, 
Feucht et al., 1996, Khvorova et al., 1998, Ben-Yehuda und Losick, 2002, Eswaramoorthy et 
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al., 2014). Darüber hinaus interagiert der C-Terminus von B. subtilis DivIVA mit dem DNA-
bindenden Protein RacA (van Baarle et al., 2013), das für die Chromosomensegregation 
während der Sporulation verantwortlich ist (Ben-Yehuda et al., 2003, Wu und Errington, 
2003). Während der Chromosomensegregation ermöglicht DivIVA so die Positionierung der 
oriC-Region des Chromosoms am Zellpol der Vorspore (Thomaides et al., 2001). DivIVA 
beeinflusst auch in Streptococcus pneumoniae und Enterococcus faecalis die 
Chromosomensegregation, die Zellteilung und die Zellmorphologie (Fadda et al., 2003, 
Ramirez-Arcos et al., 2005, Fadda et al., 2007, Fleurie et al., 2014). Die Deletion von divIVA 
in S. pneumoniae führt zur Bildung von Zellketten (Fadda et al., 2003). DivIVA interagiert 
zudem mit einigen Peptidoglykanhydrolasen, z.B. PcsB und LytB in Pneumokokken (Fadda 
et al., 2007, Vicente und Garcia-Ovalle, 2007, Giefing-Kroll et al., 2011, Boersma et al., 
2015). In Abwesenheit von DivIVA werden diese Hydrolasen nicht mehr richtig positioniert, 
was zu einem Defekt in der Separation der Tochterzellen führt. Viele Zellen weisen zudem 
keine DNA auf (Fadda et al., 2003). Die Funktion von DivIVA im pathogenen Bakterium 
Staphylococcus aureus ist bislang noch nicht bekannt. Die Deletion von divIVA hat in diesem 
Organismus keinen Einfluss auf die Zellmorphologie, das Wachstum oder die 
Chromosomensegregation (Pinho und Errington, 2004). Im Gegensatz dazu ist divIVA in E. 
faecalis essenziell und kann nicht deletiert werden. Die Depletion von divIVA resultiert in 
diesem Bakterium in der Bildung von verlängerten Zellen mit veränderter Zellform und der 
Bildung von Zellclustern (Ramirez-Arcos et al., 2005). E. faecalis stellt somit den bislang 
einzig bekannten Vertreter der Firmicutes dar, bei dem DivIVA eine Funktion aufweist, die 
essenziell für die Lebensfähigkeit des Bakteriums ist. Darüber hinaus ist DivIVA (Wag31) in 
den meisten Vertretern der Aktinobakterien, z.B. Mycobacterium tuberculosis, M. smegmatis, 
C. glutamicum und Streptomyces coelicolor, ebenfalls essenziell (Flärdh, 2003, Ramos et al., 
2003, Kang et al., 2008). Das Zellwachstum in Aktinobakterien erfolgt nicht durch laterale 
Zellwandsynthese, sondern durch die Synthese von Peptidoglykan an den Zellpolen. In den 
genannten Aktinobakterien kontrolliert DivIVA die Zellmorphologie und beeinflusst das 
polare Wachstum. DivIVA ist in den Aktinobakterien hauptsächlich an den Zellpolen und nur 
teilweise am Septum lokalisiert (Flärdh, 2003, Ramos et al., 2003, Kang et al., 2008, Letek et 
al., 2008). Die Abwesenheit von Wag31, dem DivIVA-Homolog in den Mykobakterien, 
äußert sich in M. smegmatis im sogenannten bulging Phänotyp, d.h. das einer der beiden 
Zellpole geschwollen ist und nicht mehr die normale Stäbchenform aufweist (Kang et al., 
2008). In C. glutamicum führt die Depletion von DivIVA zu einem Defekt im Zellwachstum, 
was die Bildung kokkoider Zellen zur Folge hat (Letek et al., 2008). Zudem wird die 
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Chromosomensegregation in C. glutamicum durch die Interaktion von DivIVA mit ParB 
beeinflusst (Donovan et al., 2012). Im Gegensatz dazu führt die Depletion von DivIVA in S. 
coelicolor zur Ausbildung gekrümmter und ineinander verdrehter Hyphen (Flärdh, 2003). 
Dabei werden nicht nur laterale Verzweigungen gebildet, sondern auch Verzweigungen an der 
Spitze der Hyphen. Die Überexpression von divIVA in C. glutamicum und S. coelicolor führt 
hingegen zur Bildung geschwollener Zellen mit asymmetrischer Zellform (Flärdh, 2003, 
Letek et al., 2008). Zusätzlich wird eine gesteigerte Bildung von Verzweigungen der Hyphen 
in S. coelicolor beobachtet, was als hyperbranching bezeichnet wird (Flärdh, 2003).  
In B. subtilis, einem Vertreter der Firmicutes, resultiert die Deletion von divIVA in der 
Verlängerung der Zellen und in der Bildung von Minizellen, letztere enthalten keine DNA 
(Cha und Stewart, 1997, Edwards und Errington, 1997). Dahingegen äußert sich die Deletion 
von divIVA im nah verwandten Bakterium L. monocytogenes in der Bildung von langen 
Zellketten. Die Zellen können zwar ein Septum bilden, sich nach Beendigung der Zellteilung 
jedoch nicht separieren (Halbedel et al., 2012). In der L. monocytogenes ΔdivIVA-Mutante ist 
die Lokalisation der beiden Autolysine p60 (codiert durch iap) und MurA (NamA) gestört. 
Dies führt zu einer reduzierten Sekretion dieser Autolysine (Halbedel et al., 2012). P60 und 
MurA sind Substrate der akzessorischen ATPase SecA2 (Lenz et al., 2003, Machata et al., 
2005). Die Deletion von secA2 in L. monocytogenes führt wie auch die Deletion von divIVA 
zur Bildung von Zellketten, die sich nicht trennen können (Lenz und Portnoy, 2002, Machata 
et al., 2005). Die Autolysine p60 und MurA, die die Trennung der Tochterzellen ermöglichen, 
werden somit durch DivIVA zum Septum rekrutiert und durch SecA2 sekretiert (Halbedel et 
al., 2012). 
Die Deletion von L. monocytogenes divIVA führt neben dem Defekt in der Proteinsekretion 
auch zu einem Zellteilungsdefekt. Kaval et al. konnten eine Interaktion von DivIVA mit 
MinD und MinJ in Bacterial Two-Hybrid-Assays und Pull-down-Experimenten nachweisen 
(Kaval et al., 2014). Im Gegensatz dazu konnte in B. subtilits keine direkte Interaktion 
zwischen DivIVA und MinD nachgewiesen werden (Bramkamp et al., 2008, Bramkamp und 
van Baarle, 2009). Das Transmembranprotein MinJ, das mit der LBD von B. subtilis DivIVA 
interagiert (van Baarle et al., 2013), wird von DivIVA rekrutiert und ermöglicht erst die 
Interaktion von MinCD und DivIVA (Bramkamp et al., 2008, Patrick und Kearns, 2008, 
Bramkamp und van Baarle, 2009). Das Min-System verhindert die FtsZ-Ringbildung in der 
Nähe der neu entstandenen Zellpole (Margolin, 2001, Hale und de Boer, 2002). MinC ist ein 
FtsZ-Inhibitor, dessen Aktivität von MinD, einer membranassoziierten ATPase, kontrolliert 
wird (Marston et al., 1998, Marston und Errington, 1999). Untersuchungen zur Lokalisation 
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von MinC-GFP, GFP-MinD und MinJ-GFP in Abhängigkeit von DivIVA ergaben, dass 
DivIVA in L. monocytogenes für die Rekrutierung von MinC und MinD zum Septum 
verantwortlich ist, die Lokalisation von MinJ an das Septum war DivIVA-unabhängig (Kaval 
et al., 2014). Zudem ist die Bildung der Z-Ringe zur Initiation der Zellteilung abhängig von 
DivIVA, MinCD und MinJ (Kaval et al., 2014). 
In B. subtilis konnte zudem ein Einfluss von DivIVA auf die Kompetenz, also die Aufnahme 
von DNA, nachgewiesen werden. Dazu interagiert DivIVA mit dem kompetenzspezifischen 
Zellteilungsinhibitor Maf und dem Kompetenzregulator ComN und rekrutiert vermutlich 
beide Proteine zum Zellpol (Briley et al., 2011, dos Santos et al., 2012). 
Des Weiteren führt die Deletion von divIVA zu einer eingeschränkten Motilität von B. subtilis 
(Patrick und Kearns, 2008). In L. monocytogenes konnte neben einer gestörten Motilität auch 
ein Defekt in der Biofilmbildung festgestellt werden, obwohl Flagellen an der Oberfläche der 
Zellen nachweisbar sind (Halbedel et al., 2012). Demnach scheint DivIVA in B. subtilis und 
L. monocytogenes für die Motilität wichtig zu sein (Patrick und Kearns, 2008, Halbedel et al., 
2012). In verschiedenen Infektionsexperimenten wurde gezeigt, dass die Deletion von divIVA 
zu einer starken Reduktion der Invasivität und der Zell-zu-Zellausbreitung von L. 
monocytogenes führt (Halbedel et al., 2012). DivIVA ist somit in Prozessen der Zellteilung, 
des Zellwachstums und der Peptidoglykansynthese involviert und sogar essenziell für die 
Virulenz pathogener Bakterien wie L. monocytogenes.  
 
1.8.2. GpsB 
In Firmicutes wie B. subtilis, S. pneumoniae und S. aureus ist ein DivIVA-Paralog namens 
GpsB (YpsB) codiert, welches in den Gram-positiven Bakterien mit hohem G+C-Gehalt 
(Aktinobakterien) nicht vorkommt (Massidda et al., 1998, Claessen et al., 2008, Tavares et 
al., 2008). Der N-Terminus von GpsB bildet wie in DivIVA eine parallel-angeordnete coiled-
coil-Struktur, der sich die Linker-Region und eine Prolin-reiche Region anschließt. Die 
Prolin-reiche Region umfasst in B. subtilis GpsB die Aminosäuren 66-75 und ist in DivIVA-
Homologen nicht vorhanden. Der C-Terminus der GpsB-Proteine stellt einen 
hochkonservierten Bereich dar, der jedoch deutlich kürzer ist als in DivIVA-Proteinen 
(Claessen et al., 2008) (Tavares et al., 2008). Diese strukturellen Unterschiede zwischen 
GpsB- und DivIVA-Proteinen werden in Abb. 4 deutlich, die ein Sequenzalignement dieser 




Abb. 4: Sequenzalignement von GpsB- und DivIVA-Proteinen aus L. monocytogenes und weiteren 
Firmicutes 
GpsB-Proteine bestehen aus einer stark konservierte N-terminalen Lipidbindedomäne (LBD), gefolgt von einer 
Linker-Region mit variabler Länge. Die Prolin-reiche Region (PRR) verbindet die Linker-Region mit der C-
terminalen Domäne (CTD) der GpsB-Proteine. Im Gegensatz dazu besitzen DivIVA-Proteine keine PRR. Die 
LBD und CTD werden über die Linker-Region verbunden. Darüber hinaus weisen DivIVA-Proteine eine 
verlängerte CTD auf. Das Sequenzalignment wurde mit dem Programm Clustal Omega erstellt (Sievers et al., 
2011). Eine vergrößerte Darstellung des Sequenzalignments ist im Anhang zu finden (Abb. A1). 
 
1.8.2.1. GpsB in B. subtilis 
Bislang ist die Funktion von GpsB lediglich in den Firmicutes B. subtilis und S. pneumoniae 
näher untersucht. Die Deletion von gpsB in B. subtilis hatte unter normalen Bedingungen 
keinen Einfluss auf das Wachstum, die Sporulation und die Morphologie des Stammes 
(Claessen et al., 2008, Tavares et al., 2008). In Microarrays konnte eine erhöhte Expression 
von gpsB bei Wachstum von B. subtilis unter Salzstress nachgewiesen werden (Steil et al., 
2003). Bei Salzkonzentrationen über 0,6 M bildete die B. subtilis ΔgpsB-Deletionsmutante 
verlängerte Zellen, die teilweise geschwollene Zellpole aufwiesen und lysierten (Claessen et 
al., 2008). Phosphoproteom-Analysen haben gezeigt, dass B. subtilis GpsB und auch DivIVA 
phosphoryliert werden (Macek et al., 2007, Ravikumar et al., 2014). Die Serin-Threonin-
Kinase PrkC phosphoryliert B. subtilis GpsB an Position Thr75, wodurch die 
Autophosphorylierung und die Aktivität von PrkC inhibiert wird. Die Phosphorylierung von 
GpsB reguliert somit die Aktivität von PrkC über einen negativen Feedback-Loop. Des 
Weiteren konnte gezeigt werden, dass der Wachstumsdefekt der B. subtilis ΔgpsB-Mutante 
bei hohen Salzkonzentrationen von PrkC abhängig ist (Pompeo et al., 2015). 
Claessen et al. identifizierten gpsB während eines Screenings nach Mutationen, die sich in 
einer ΔezrA-Deletionsmutante in einer sogenannten synthetic sickness oder synthetic lethality 
äußern (Claessen et al., 2008). EzrA, ein integrales Membranprotein, ist ein negativer 
Regulator von FtsZ und reguliert während der Zellteilung die Frequenz und Positionierung 
der FtsZ-Polymerisierung zum Z-Ring (Levin et al., 1999, Levin et al., 2001, Haeusser et al., 
2004). Die zusätzliche Deletion von gpsB in der ΔezrA-Deletionsmutante führte zu einem 












geschwollene Zellpole oder Ausstülpungen an den Septen auf (Claessen et al., 2008). In 
Abwesenheit von GpsB und EzrA ist die Lokalisation der Zellwandsynthese am Septum 
gestört. Die Hydrolyse der Zellwand am Teilungsseptum und die Separation der Tochterzellen 
beginnt in der ΔgpsB ΔezrA-Doppelmutante bevor das vollständige Septum gebildet wurde, 
wodurch die Zellen lysieren (Claessen et al., 2008). Bacterial Two-Hybrid Assays zeigten 
eine direkte Interaktion zwischen GpsB und EzrA. Des Weiteren konnten Interaktionen 
zwischen GpsB und PBP1, einem bi-funktionalen Penicillin-bindenden Protein, und zwischen 
GpsB und MreC nachgewiesen werden (Claessen et al., 2008). MreC und EzrA interagieren 
mit PBP1 über dessen Transmembrandomäne. Dahingegen konnte gezeigt werden, dass für 
die Interaktion von GpsB mit PBP1 die Transmembrandomäne und der C-Terminus 
vorhanden sein müssen (Claessen et al., 2008). PBP1 scheint sowohl an der Zellteilung über 
die Interaktion mit EzrA als auch dem Zellwachstum über die Interaktion mit MreC beteiligt 
zu sein (Claessen et al., 2008). Während der Sporulation kann GpsB am Sporulationsseptum 
nachgewiesen werden (Tavares et al., 2008). In vegetativ wachsenden Zellen sind GpsB und 
PBP1 am Septum und an der lateralen Zellwand lokalisiert (Pedersen et al., 1999, Scheffers et 
al., 2004, Claessen et al., 2008, Tavares et al., 2008). GpsB befindet sich in den Tochterzellen 
direkt nach der Zellteilung an den neuen Zellpolen, wandert von dort zum Zellzylinder und ist 
ab einer gewissen Zelllänge an den neuen Septen lokalisiert. PBP1 weist über den Zellzyklus 
die gleiche dynamische Lokalisation wie GpsB auf (Claessen et al., 2008). Die Deletion von 
gpsB in B. subtilis hatte keinen Einfluss auf die Lokalisation von PBP1 (Claessen et al., 
2008). Im Gegensatz dazu führte die Abwesenheit von EzrA dazu, dass PBP1 und GpsB 
hauptsächlich an der lateralen Zellwand zu finden sind und die Rekrutierung zum Septum 
reduziert ist (Claessen et al., 2008). Demnach ist die Lokalisation beider Proteine in B. 
subtilis von EzrA abhängig. Der EzrA-abhängige Effekt auf die Lokalisation von PBP1 wird 
durch die gleichzeitige Deletion von gpsB und ezrA verstärkt (Claessen et al., 2008). B. 
subtilis Zellen, in denen beide Gene deletiert sind, wiesen PBP1 zur gleichen Zeit sowohl am 
Septum, an der lateralen Zellwand als auch an alten Zellpolen auf (Claessen et al., 2008). 
EzrA und GpsB kontrollieren demnach die subzelluläre Lokalisation von PBP1 während der 
Zellwandsynthese. PBP1 wird durch EzrA zum Septum rekrutiert und GpsB ermöglicht nach 
Beendigung der Zellteilung die Lokalisation von PBP1 an der lateralen Zellwand, um den 
Wechsel von der septalen Zellwandsynthese zur lateralen Zellwandsynthese zu gewährleisten 
(Claessen et al., 2008). 
Interessanterweise konnten Tavares et al. keine synthetic sickness bei der gleichzeitigen 
Deletion von gpsB und ezrA in B. subtilis beobachten (Tavares et al., 2008). Im Gegensatz 
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dazu führte die Depletion von FtsA in der ΔgpsB-Mutante zu einem deutlich verstärkten 
Phänotyp im Vergleich zu den Einzelmutanten, der sich in einer drastischen Zellverlängerung 
und einer gesteigerten Lyse der Zellen äußerte (Tavares et al., 2008). Dies könnte ein Indiz 
für die Beteiligung von GpsB an der Bildung des Septums durch die Regulation der septalen 
Zellwandsynthese sein (Tavares et al., 2008). Diese Hypothese wird auch durch die 
nachgewiesene Interaktion zwischen GpsB und MreC bekräftigt, da MreC und MreD die 
laterale Zellwandsynthese durch die Interaktion mit MreB beeinflussen (Levin et al., 1992, 
Lee und Stewart, 2003, Leaver und Errington, 2005, Claessen et al., 2008). Zudem konnte 
eine Kolokalisation von GpsB und FtsZ in 50% der Zellen gezeigt werden, in denen der Z-
Ring bereits gebildet wurde (Tavares et al., 2008). Die Häufigkeit der beobachteten 
Kolokalisation von DivIVA und FtsZ ist dazu vergleichbar (Harry und Lewis, 2003). Daher 
ist anzunehmen, dass GpsB wie DivIVA in B. subtilis (Eswaramoorthy et al., 2011) zu einem 
späteren Zeitpunkt der Zellteilung in der Zellmitte lokalisiert und GpsB somit auch zu den 
späten Zellteilungsproteinen zählt.  
 
1.8.2.2. GpsB in S. pneumoniae 
Im Gegensatz zum stäbchenförmigen Bakterium B. subtilis, weist S. pneumoniae eine 
ellipsoide Zellform auf. Zur Erhaltung dieser Zellform erfolgt in S. pneumoniae eine 
Kombination aus peripherer (lateraler) und septaler Peptidoglykansynthese (Higgins und 
Shockman, 1976, Zapun et al., 2008b, Massidda et al., 2013, Pinho et al., 2013). Diese beiden 
Prozesse müssen somit kontrolliert und reguliert werden. Pbp2x, ein mono-funktionales 
Penicillin-bindendes Protein von S. pneumoniae, ist essenziell für die Synthese des Septums, 
wohingegen das mono-funktionale PBP Pbp2b für die periphere Peptidoglykansynthese 
verantwortlich ist (Perez-Nunez et al., 2011, Berg et al., 2013). Pbp2x und das bi-funktionale 
PBP Pbp1a, welches das PBP1-Homolog von B. subtilis ist, lokalisieren während der 
Zellteilung am Teilungsseptum und bilden eine ringähnliche Struktur. Nach Beendigung der 
Zellteilung sind die beiden PBPs am Zelläquator der beiden Tochterzellen zu finden (Morlot 
et al., 2003, Land et al., 2013). FtsZ und GpsB sind im Gegensatz dazu nur bis zur späten 
Phase der Zellteilung am Septum lokalisiert und wandern dann zum Zelläquator der späteren 
Tochterzellen. Dabei weist GpsB eine diffusere Lokalisation als FtsZ auf (Land et al., 2013). 
In den pathogenen S. pneumoniae-Stämmen des Serotyps 2, D39, und des Serotyps 4, TIGR4, 
die von einer Kapsel umgeben sind, ist das gpsB-Gen essenziell (van Opijnen et al., 2009, 
Land et al., 2013, Fleurie et al., 2014). Dahingegen konnte gpsB in den Stämmen R6 und 
RX1, die keine Kapsel besitzen, und dem Laborstamm R800 deletiert werden (Fleurie et al., 
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2014). Um den Einfluss von GpsB auf die Zellmorphologie, das Wachstum und die 
Peptidoglykansynthese im Stamm D39 zu untersuchen, wurde eine konditionale gpsB-
Mutante (IU4888) hergestellt (Land et al., 2013). Da die Kapsel, die die D39-Zellen umgibt, 
mögliche morphologische Defekte, die aus der Depletion von GpsB resultieren können, 
maskieren würden, wurde das D39-Derivat IU1945 verwendet, welches keine Kapsel besitzt. 
Die Deletion von gpsB in den S.pneumoniae-Stämmen R6, R800 und RX1 und die Depletion 
von GpsB im Stamm IU4888 führen zu einem deutlichen Wachstumsdefekt und einer 
Verlängerung der Zellen (Land et al., 2013, Fleurie et al., 2014). Die Abwesenheit von GpsB 
resultierte im Stamm R800 in einer Lebensfähigkeit von 60% und zu einer Ausbildung von 
Zellen mit irregulärer Form. Bei diesen Zellen ist die Initiation der Zellteilung sichtbar, die 
Einschnürung der Zelle wird jedoch verhindert (Fleurie et al., 2014). FtsZ weist in dieser 
ΔgpsB-Mutante während des Zellwachstums eine helikale Lokalisation auf. Diese helikalen 
FtsZ-Strukturen teilen sich und bilden mehrere neue Z-Ringe. Die Penicillin-bindenden 
Proteine Pbp2x und Pbp2b, die Flippasen RodA und FtsW und die Zellteilungsproteine 
DivIVA und EzrA bilden ebenfalls helikale Strukturen aus (Fleurie et al., 2014). Die 
Depletion von GpsB im D39-Derivat IU4888 führt hingegen nicht zur Ausbildung helikaler 
FtsZ-Strukturen, sondern äußert sich in der Bildung mehrerer FtsZ-Ringe, die sich nicht 
einschnüren können. Mit Hilfe von Van-FL konnte gezeigt werden, dass die 
Peptidoglykansynthese im Stamm IU4888 in Abwesenheit von GpsB an den gleichen 
Positionen stattfindet, an denen FtsZ zu finden ist und somit ebenfalls eine helikale 
Anordnung aufweist. Diese ringähnlichen Van-FL-Signale konnten auch im Stamm IU1945 
detektiert werden, wenn das zellteilungsspezifische PBP Pbp2x durch das Antibiotikum 
Methicillin inhibiert wurde. Darüber hinaus führt die Hemmung von Pbp2x ebenfalls zur 
Bildung verlängerter Zellen und somit zu einem gpsB-ähnlichen Phänotyp (Land et al., 2013). 
Die Depletion von GpsB im S. pneumoniae-Stamm IU4888 verhindert somit den Ringschluss 
und führt zu einem Defekt in der septalen Peptidoglykansynthese. GpsB kontrolliert 
möglicherweise in diesem S. pneumoniae-Stamm den Ringschluss des FtsZ-Rings, in dem es 
die Verbindung zwischen dem Z-Ring und anderer Komponenten, die am Ringschluss 
beteiligt sind wie z.B. Pbp2x, StkP/PhpP, SepF, FtsL und DivIC (Fadda et al., 2003, 
Noirclerc-Savoye et al., 2005, Hamoen et al., 2006, Kawai und Ogasawara, 2006, Beilharz et 
al., 2012, Fleurie et al., 2012, Strauss et al., 2012, Morlot et al., 2013), herstellt (Land et al., 
2013). Im S. pneumoniae-Stamm R800 führt die gleichzeitige Deletion von gpsB und divIVA 
zur septalen Lokalisation von FtsZ. Die ΔgpsB ΔdivIVA-Doppelmutante bildet wie die 
ΔdivIVA-Mutante Zellketten, weist jedoch die gleiche Lebensfähigkeit wie die ΔgpsB-
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Mutante auf (Fleurie et al., 2014). GpsB beeinflusst somit die septale Zellwandsynthese, 
wohingegen DivIVA einen Einfluss auf die periphere Zellwandsynthese und die Separation 
der Tochterzellen hat. 
Der Phänotyp der S. pneumoniae ΔgpsB-Mutante ähnelt dem Phänotyp eines S. pneumoniae-
Stammes, der lediglich eine inaktive Form der Serin/Threonin-Kinase StkP besitzt (Beilharz 
et al., 2012, Fleurie et al., 2012). In Abwesenheit von GpsB im S. pneumoniae-Stamm R800 
ist StkP delokalisiert. Darüber hinaus konnte keine Autophosphorylierung von StkP und keine 
Phosphorylierung der StkP-Substrate wie z.B. DivIVA nachgewiesen werden. Somit scheint 
GpsB für die septale Lokalisation von StkP, dessen Autophosphorylierung und der StkP-
abhängigen Phosphorylierung von DivIVA notwendig zu sein. Während die Depletion von 
GpsB und die Expression einer inaktivierten Serin/Threonin-Kinase stkP zur Bildung von 
verlängerten Zellen führt, bildet die ΔdivIVA-Mutante Zellketten mit Zellen, die eine runde 
Zellform aufweisen (Fleurie et al., 2014). Wenn DivIVA aufgrund der Abwesenheit von 
GpsB oder der Inaktivität von StkP nicht phosphoryliert wird, wird die periphere 
Zellwandsynthese in S. pneumoniae angetrieben. Daher führt die Deletion von gpsB im 
Stamm R800, die die septale Lokalisation von StkP und damit die Phosphorylierung von 
DivIVA verhindert, zur Bildung von verlängerten Zellen (Fleurie et al., 2014). Im Gegensatz 
dazu wird die periphere Zellwandsynthese durch die Phosphorylierung von DivIVA durch 
StkP blockiert (Fleurie et al., 2014). GpsB und DivIVA scheinen daher an der Koordination 
















1.9. Ziele der Arbeit 
Die Funktion von GpsB im humanpathogenen Bakterium L. monocytogenes ist bislang noch 
nicht bekannt. In vorläufigen Experimenten von Dr. Sven Halbedel wurde versucht, das gpsB-
Gen in L. monocytogenes zu deletieren. Da mehrere Deletionsversuche scheiterten, wurde 
vermutet, dass gpsB in L. monocytogenes möglicherweise zum Überleben des Organismus 
notwendig ist und es sich daher um ein essenzielles Gen handeln könnte (Dr. Sven Halbedel, 
persönliche Mitteilung). In Bacterial Two-Hybrid-Experimenten konnte eine Interaktion von 
GpsB mit 4 der 5 in L. monocytogenes vorhandenen HMW PBPs (PBP A1, PBP B1-3) 
nachgewiesen werden (Dr. Stephanie Großhennig, persönliche Mitteilung). 
Im Verlauf dieser Arbeit sollte GpsB aus L. monocytogenes mit Hilfe von biochemischen 
Methoden, wie z.B. Blue Native PAGE, charakterisiert und seine Funktion mit 
molekularbiologischen Experimenten aufgeklärt werden. Um den Einfluss von GpsB und der 
HMW PBPs auf das Wachstum, die Zellteilung und die Virulenz zu untersuchen, wurden 
verschiedene Deletions- und Depletionsstämme konstruiert und mit Hilfe verschiedener 
Methoden charakterisiert. Dazu wurden Wachstumskurven erstellt, die Zelllänge einzelner 
Mutanten miteinander verglichen und die Invasion und intrazelluläre Replikation in 
Infektionsexperimenten bestimmt.  
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2. Material und Methoden 
2.1. Bakterienstämme und Plasmide 
Die in der vorliegenden Arbeit verwendeten Bakterienstämme und Plasmide sind in Tab. 2 
und Tab. 3 erläutert. E. coli TOP10 diente als Standardwirt für die verwendeten Plasmide 
(Sambrook et al., 1989). 
 
Tab. 2: In dieser Arbeit verwendete L. monocytogenes Stämme 
Name Genotyp Referenz/Konstruktion1 
EGD-e Wildtypstamm, Serovar 1/2a (Glaser et al., 2001) 
LMJR3 attB::Phelp-lacO-gpsBR25A neo pJR3 → EGD-e 
LMJR4 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-gpsBR25A neo pSH246 ↔ LMJR3 
LMJR5 attB::Phelp-lacO-pbpB2 neo pJR10 → EGD-e 
LMJR18 ΔpbpB2 (lmo2039) attB::Phelp-lacO-pbpB2 neo pJR8 ↔ LMJR5 
LMJR19 ΔgpsB (lmo1888) pSH246 ↔ EGD-e 
LMJR20 attB::Phelp-lacO-pbpB1neo pJR17 → EGD-e 
LMJR21 ΔpbpA1 attB::Phelp-lacO-pbpA1 neo pJR18 → LMS57 
LMJR27 ΔpbpB1 (lmo1438) attB::Phelp-lacO-pbpB1 neo pJR5 ↔ LMJR20 
LMJR28 ΔgpsB ΔdivIVA pSH186 ↔ LMJR19 
LMJR29 ΔgpsB attB::Phelp-gfp-pbpA1 neo pSH248 → LMJR19 
LMJR30 ΔpbpA1 ΔpbpA2 attB::Phelp-lacO-pbpA1 neo pJR20 ↔ LMJR21 
LMJR31 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-pbpB3 neo pJR25 → LMJR19 
LMJR32 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-pbpB1 neo pJR20 → LMJR19 
LMJR33 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-pbpA1 neo pJR18 → LMJR19 
LMJR34 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-pbpB2 neo pJR10 → LMJR19 
LMJR35 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-pbpA2 neo pJR19 → LMJR19 
LMJR37 ΔgpsB ΔsecA2 pSH314 ↔ LMJR19 
LMJR38 ΔpbpA1 ΔgpsB pSH246 ↔ LMS57 
LMJR39 attB::Phelp-lacO-pbpA1 neo pJR18 → EGD-e 
LMJR41 ΔpbpB3 (lmo0441) pJR24 ↔ EGD-e 
LMJR42 ΔgpsB ΔpbpA1 ΔdivIVA pSH186 ↔ LMJR38 
LMJR49 ΔpbpA1 attB::Phelp-lacO-pbpA1-flag neo pJR33 → LMS57 
LMJR52 ΔpbpA1 attB::Phelp-lacO-pbpA1F120A-flag neo pJR35 → LMS57 
LMJR53 ΔpbpA1 attB::Phelp-lacO-pbpA1S149A T150-flag neo pJR36 → LMS57 
LMJR54 ΔpbpA1 attB::Phelp-lacO-pbpA1S390A-flag neo pJR37 → LMS57 
LMJR55 ΔpbpA1 attB::Phelp-lacO-pbpA1S446A-flag neo pJR38 → LMS57 
LMJR56 ΔpbpA1 attB::Phelp-lacO-pbpA1T571A-flag neo pJR39 → LMS57 
LMJR58 ΔpbpA1 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-pbpA1F120A-flag neo pJR35 → LMJR38 
LMJR59 ΔpbpA1 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-pbpA1S446A-flag neo pJR38 → LMJR38 
LMJR60 ΔpbpA1 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-pbpA1-flag neo pJR33 → LMJR38 
LMJR61 ΔpbpA1 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-pbpA1S149A T150-flag neo pJR36 → LMJR38 
LMJR62 ΔpbpA1 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-pbpA1S390A-flag neo pJR37 → LMJR38 
LMJR63 ΔpbpA1 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-pbpA1T571A-flag neo pJR39 → LMJR38 
LMJR68 ΔgpsB attB::Phelp-lacO- gpsBL24A neo  pJR2 → LMJR19 
LMJR89 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-clpCR254S neo pJR58 → LMJR19 
LMJR90 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-lmo1549L44S neo pJR59 → LMJR19 
LMJR91 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-lmo1921H87Y neo pJR60 → LMJR19 
LMJR92 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-lmo19211-74 neo pJR61 → LMJR19 
LMJR93 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-murZK23E neo pJR62 → LMJR19 
LMJR94 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-murZ1-99 neo pJR63 → LMJR19 
LMJR95 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-murZ1-253 neo pJR64 → LMJR19 
LMJR96 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-lmo1503 neo pJR65 → LMJR19 
LMJR97 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-lmo2550E38G neo pJR66 → LMJR19 
LMJR102 attB::Phelp-lacO-lmo1503 neo pJR65 → EGD-e 
LMJR103 ΔgpsB ΔmurZ pJR68 ↔ LMJR19 
LMJR104 ΔmurZ (lmo2552) pJR68 ↔ EGD-e 
LMJR105 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-lmo1549 neo pJR69 → LMJR19 
LMJR106 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-lmo1921 neo pJR70 → LMJR19 
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Name Genotyp Referenz/Konstruktion1 
LMJR107 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-murZ neo pJR71 → LMJR19 
LMJR108 Δlmo2229 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-gpsB neo pJR20 ↔ LMS56 
LMJR116 attB::Phelp-lacO-murA neo pJR82 → EGD-e 
LMJR117 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-murA neo pJR82 → LMJR19 
LMJR118 Δlmo1549 pJR84 ↔ EGD-e 
LMJR119 ΔgpsB Δlmo1549  pJR84 ↔ LMJR19 
LMJR120 ΔgpsB Δlmo1921 pJR83 ↔ LMJR19 
LMJR121 Δlmo1921 pJR83 ↔ EGD-e 
LMJR122 ΔgpsB ΔmurA attB::Phelp-lacO-murA neo pJR67 ↔ LMJR117 
LMJR123 ΔmurA (lmo2526) attB::Phelp-lacO-murA neo pJR67 ↔ LMJR116 
LMJR130 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-gpsBY27A neo pJR95 → LMJR19 
LMJR131 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-gpsBV32A neo pJR96 → LMJR19 
LMJR132 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-gpsBL36A neo pJR97 → LMJR19 
LMJR133 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-gpsBD37A neo pJR98 → LMJR19 
LMJR134 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-gpsBI40A neo pJR99 → LMJR19 
LMJR135 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-gpsBD33A neo pJR120 → LMJR19 
LMJR136 Δlmo1503 pJR126 ↔ EGD-e 
LMJR137 ΔgpsB Δlmo1503 pJR126 ↔ LMJR19 
LMJR138 ΔclpC (lmo0232) pJR127 ↔ EGD-e 
LMJR139 ΔgpsB ΔclpC pJR127 ↔ LMJR19 
LMJR156 Δlmo2550 pJR130 ↔ EGD-e 
LMJR157 ΔgpsB Δlmo2550 pJR130 ↔ LMJR19 
LMJR163 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-gpsBR96A neo pJR135 → LMJR19 
LMJR164 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-gpsBE101A neo pJR136 → LMJR19 
LMS2 ΔdivIVA (lmo2020) (Halbedel et al., 2012) 
LMS10 attB::Phelp-gfp neo  (Halbedel et al., 2012) 
LMS38 attB::Phelp-gfp-pbpA2 neo (Rismondo et al., 2015b) 
LMS44 attB::Phelp-gfp-pbpA1 neo (Rismondo et al., 2015b) 
LMS45 attB::Phelp-gfp-pbpB2 neo (Rismondo et al., 2015b) 
LMS46 attB::Phelp-gfp-pbpB1 neo (Rismondo et al., 2015b) 
LMS47 attB::Phelp-gfp-pbpB3 neo (Rismondo et al., 2015b) 
LMS56 ΔgpsB attB::Phelp-lacO-gpsB neo Dr. Sven Halbedel 
LMS57 ΔpbpA1 (lmo1892) (Rismondo et al., 2015b) 
LMS64 ΔpbpA2 (lmo2229) (Rismondo et al., 2015b) 
LMS81 ΔsecA2 (lmo0583) (Halbedel et al., 2012) 
shg4 ΔgpsB clpCR254S diese Arbeit 
shg5 ΔgpsB clpCR254S lmo1549L44S diese Arbeit 
shg6 ΔgpsB murZK23E lmo2550E38G diese Arbeit 
shg7 ΔgpsB murZ1-99 diese Arbeit 
shg8 ΔgpsB lmo1921H87Y diese Arbeit 
shg9 ΔgpsB murZ1-253 diese Arbeit 
shg10 ΔgpsB lmo19211-74 diese Arbeit  
shg11 ΔgpsB lmo19211-74 diese Arbeit 
shg12 ΔgpsB lmo1503RBS diese Arbeit  
shg13 ΔgpsB lmo19211-74 diese Arbeit 
1 Der Pfeil (→) steht für die Transformation eines Plasmides und der Doppelpfeil (↔) steht für eine Gendeletion unter 
Verwendung des pMAD-Deletionssystems (siehe 2.3.5.3) 
 
Tab. 3: In dieser Arbeit verwendete Plasmide 
Name Beschreibung Referenz/Konstruktion 
pET11a bla PT7 lacI Novagen 
pIMK2 Phelp neo (Monk et al., 2008) 
pIMK3 Phelp-lacO lacI neo (Monk et al., 2008) 
pMAD bla erm bgaB (Arnaud et al., 2004) 
pUC19 bla lacZα Invitrogen 
pUT18 bla Plac-cya(T18) (Karimova et al., 1998) 
pUT18c bla Plac-cya(T18) (Karimova et al., 1998) 
pKT25 kan Plac-cya(T25) (Karimova et al., 1998) 
p25-N kan Plac-cya(T25) (Karimova et al., 1998) 
pJR1 bla PT7-gpsB-strep lacI gpsB (JR1/JR2) über SpeI/XhoI in pET11a 
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Name Beschreibung Referenz/Konstruktion 
pJR2 Phelp-lacO-gpsBL24A lacI neo  L24A mit SHW277/SHW278 in pSH254 
pJR3 Phelp-lacO-gpsBR25A lacI neo  R25A mit SHW281/SHW282 in pSH254 
pJR4 bla ∆pbpB1 Fusion von pbpB1 upstream (JR10/JR11) und 
pbpB1 downstream (JR12/JR13), in SmaI 
geschnittenen pUC19 
pJR5 bla erm bgaB ∆pbpB1 ∆pbpB1 aus pJR4 über NcoI in pMAD 
pJR7 bla ∆pbpB2 Fusion von pbpB2 upstream (JR20/JR33) und 
pbpB2 downstream (JR34/JR35), in SmaI 
geschnittenen pUC19 
pJR8 bla erm bgaB ΔpbpB2 ∆pbpB2 aus pJR7 über BamHI/BglII in pSH186  
pJR10 Phelp-lacO-pbpB2 lacI neo gfp aus pSH286 mit JR48/49 entfernt 
pJR17 Phelp-lacO-pbpB1 lacI neo pbpB1 (JR57/JR58) über XmaI/ClaI in pIMK3 
pJR18 Phelp-lacO-pbpA1 lacI neo pbpA1 (JR53/JR54) über NcoI/BamHI in pIMK3 
pJR19 Phelp-lacO-pbpA2 lacI neo pbpA2 (JR55/JR56) über BamHI/SalI in pIMK3 
pJR20 bla erm bgaB ∆pbpA2-gfp Subklonierung von ∆pbpA2-gfp aus pSH263 in 
pMAD 
pJR21 bla PT7-gpsBΔC(1-89)-strep lacI gpsBΔC(1-89) mit SHW480/SHW481 in pJR1 
pJR24 bla erm bgaB ∆pbpB3-gfp Subklonierung von ∆pbpB3-gfp aus pSH282 in 
pMAD 
pJR25 Phelp-lacO-pbpB3 lacI neo pbpB3 (JR77/JR78) über NcoI/SalI in pIMK3 
pJR33 Phelp-lacO-pbpA1-flag lacI neo Insertion von flag (JR109/JR110) in pJR18 
pJR35 Phelp-lacO-pbpA1F120A-flag lacI neo F120A mit JR113/JR114 in pJR33 
pJR36 Phelp-lacO-pbpA1S149A T150A-flag 
lacI neo 
S149A T150A mit JR117/JR118 in pJR33 
pJR37 Phelp-lacO-pbpA1S390A-flag lacI neo S390A mit JR119/JR120 in pJR33 
pJR38 Phelp-lacO-pbpA1S446A-flag lacI neo S446A mit JR121/JR122 in pJR33 
pJR39 Phelp-lacO-pbpA1T571A-flag lacI neo T571A mit JR123/JR124 in pJR33 
pJR58 Phelp-lacO-clpCR254S lacI neo clpCR254S aus shg5 (JR159/JR160) über PstI/SalI 
in pIMK3 
pJR59 Phelp-lacO-lmo1549L44S lacI neo lmo1549L44S aus shg5 (JR161/JR162) über 
NcoI/SalI in pIMK3 
pJR60 Phelp-lacO-lmo1921H87Y lacI neo lmo1921H87Y aus shg8 (JR163/JR164) über 
NcoI/SalI in pIMK3 
pJR61 Phelp-lacO-lmo19211-74 lacI neo lmo19211-74 aus shg10 (JR163/JR164) über 
NcoI/SalI in pIMK3 
pJR62 Phelp-lacO-murZK23E lacI neo murZK23E aus shg6 (JR167/JR168) über NcoI/SalI 
in pIMK3 
pJR63 Phelp-lacO-murZ1-99lacI neo murZ1-99 aus shg7 (JR167/JR168) über NcoI/SalI in 
pIMK3 
pJR64 Phelp-lacO-murZ1-253 lacI neo murZ1-253 aus shg9 (JR167/JR168) über NcoI/SalI in 
pIMK3 
pJR65 Phelp-lacO-lmo1503 lacI neo lmo1503 aus shg12 (JR169/JR170) über NcoI/SalI 
in pIMK3 
pJR66 Phelp-lacO-lmo2550E38G lacI neo lmo2550E38G aus shg6 (JR165/JR166) über 
NcoI/SalI in pIMK3 
pJR67 bla erm bgaB ∆murA Fusion von murA upstream (JR173/JR179) und 
murA downstream (JR174/JR180) über 
BamHI/NcoI in pMAD 
pJR68 bla erm bgaB ∆murZ Fusion von murZ upstream (JR175/JR183) und 
murZ downstream (JR176/JR184) über 
BamHI/EcoRI in pMAD 
pJR69 Phelp-lacO-lmo1549 lacI neo lmo1549 (JR161/JR162) über NcoI/SalI in pIMK3 
pJR70 Phelp-lacO-lmo1921 lacI neo lmo1921 (JR163/JR164) über NcoI/SalI in pIMK3 
pJR71 Phelp-lacO-murZ lacI neo murZ (JR167/JR168) über NcoI/SalI in pIMK3 
pJR82 Phelp-lacO-murA lacI neo murA (JR189/JR190) über NcoI/SalI in pIMK3 
pJR83 bla erm bgaB ∆lmo1921 Fusion von lmo1921 upstream (JR197/JR198) und 
lmo1921 downstream (JR199/JR200) über 
BamHI/EcoRI in pMAD 
pJR84 bla erm bgaB ∆lmo1549 Fusion von lmo1549 upstream (JR201/JR202) und 
lmo1549 downstream (JR203/JR204) über 
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Name Beschreibung Referenz/Konstruktion 
BamHI/EcoRI in pMAD 
pJR95 Phelp-lacO-gpsBY27A lacI neo  Y27A mit SHW607/SHW608 in pSH254 
pJR96 Phelp-lacO-gpsBV32A lacI neo  V32A mit SHW279/SHW280 in pSH254 
pJR97 Phelp-lacO-gpsBL36A lacI neo  L36A mit SHW619/SHW620 in pSH254 
pJR98 Phelp-lacO-gpsBD37A lacI neo  D37A mit SHW621/SHW622 in pSH254 
pJR99 Phelp-lacO-gpsBI40A lacI neo  I40A mit SHW623/SHW624 in pSH254 
pJR101 kan Plac-cya(T25)-lmo1503 lmo1503 (JR255/JR256) über XbaI/KpnI in pKT25 
pJR102 kan Plac-lmo1503-cya(T25) lmo1503 (JR255/JR256) über XbaI/KpnI in p25-N 
pJR103 bla Plac-lmo1503-cya(T18) lmo1503 (JR255/JR256) über XbaI/KpnI in pUT18 
pJR104 bla Plac-cya(T18)-lmo1503 lmo1503 (JR255/JR256) über XbaI/KpnI in 
pUT18c 
pJR105 kan Plac-cya(T25)-lmo1549 lmo1549 (JR251/JR252) über XbaI/KpnI in pKT25 
pJR106 kan Plac-lmo1549-cya(T25) lmo1549 (JR251/JR252) über XbaI/KpnI in p25-N 
pJR107 bla Plac-lmo1549-cya(T18) lmo1549 (JR251/JR252) über XbaI/KpnI in pUT18 
pJR108 bla Plac-cya(T18)-lmo1549 lmo1549 (JR251/JR252) über XbaI/KpnI in 
pUT18c 
pJR109 kan Plac-cya(T25)-lmo1921 lmo1921 (JR253/JR254) über XbaI/KpnI in pKT25 
pJR110 kan Plac-lmo1921-cya(T25) lmo1921 (JR253/JR254) über XbaI/KpnI in p25-N 
pJR111 bla Plac-cya(T18)-lmo1921 lmo1921 (JR253/JR254) über XbaI/KpnI in 
pUT18c 
pJR112 kan Plac-cya(T25)-murZ murZ (JR247/JR248) über XbaI/KpnI in pKT25 
pJR113 kan Plac-murZ-cya(T25) murZ (JR247/JR248) über XbaI/KpnI in p25-N 
pJR114 bla Plac-murZ-cya(T18) murZ (JR247/JR248) über XbaI/KpnI in pUT18 
pJR115 bla Plac-cya(T18)-murZ murZ (JR247/JR248) über XbaI/KpnI in pUT18c 
pJR116 kan Plac-cya(T25)-murA murA (JR249/JR250) über PstI/KpnI in pKT25 
pJR117 kan Plac-murA-cya(T25) murA (JR249/JR250) über PstI/KpnI in p25-N 
pJR118 bla Plac-murA-cya(T18) murA (JR257/JR250) über PstI/KpnI in pUT18 
pJR119 bla Plac-cya(T18)-murA murA (JR257/JR250) über PstI/KpnI in pUT18c 
pJR120 Phelp-lacO-gpsB D33A lacI neo D33A mit SHW615/SHW616 in pSH254 
pJR121 bla Plac-lmo1921-cya(T18) lmo1921 (JR253/JR254) über XbaI/KpnI in pUT18 
pJR126 bla erm bgaB Δlmo1503 Fusion von lmo1503 upstream (JR264/JR265) und 
lmo1503 downstream (JR266/JR267) über 
BglII/SalI in pMAD 
pJR127 bla erm bgaB ΔclpC Fusion von clpC upstream (JR270/JR271) und clpC 
downstream (JR272/JR273) über BamHI/EcoRI in 
pMAD 
pJR130 bla erm bgaB Δlmo2550 Fusion von lmo2550 upstream (JR280/JR281) und 
lmo2550 downstream (JR282/JR283) über 
BamHI/NcoI in pMAD 
pJR135 Phelp-lacO-gpsBR96A lacI neo R96A mit JR294/JR295 in pSH254 
pJR136 Phelp-lacO-gpsBE101A lacI neo E101A mit JR296/JR297 in pSH254 
pJR137 bla PT7-gpsBR96A-strep lacI R96A mit JR294/JR295 in pJR1 
pJR138 bla PT7-gpsBE101A-strep lacI E101A mit JR296/JR297 in pJR1 
pSH186 bla erm bgaB ΔdivIVA (Halbedel et al., 2012) 
pSH222 bla Plac-divIVA-cya(T18) Dr. Sven Halbedel 
pSH223 bla Plac-cya(T18)-divIVA Dr. Sven Halbedel 
pSH224 kan Plac-cya(T25)-divIVA Dr. Sven Halbedel 
pSH225 kan Plac-divIVA-cya(T25) Dr. Sven Halbedel 
pSH226 bla Plac-gpsB-cya(T18) (Rismondo et al., 2015a) 
pSH227 bla Plac-cya(T18)-gpsB (Rismondo et al., 2015a) 
pSH228 kan Plac-cya(T25)-gpsB (Rismondo et al., 2015a) 
pSH229 kan Plac-gpsB-cya(T25) (Rismondo et al., 2015a) 
pSH234 kan Plac-cya(T25)-pbpA1 (Rismondo et al., 2015a) 
pSH246 bla erm bgaB ΔgpsB (Rismondo et al., 2015a) 
pSH248 Phelp-gfp-pbpA1 neo (Rismondo et al., 2015b) 
pSH254 Phelp-lacO-gpsB lacI neo (Rismondo et al., 2015a) 
pSH263 bla erm bgaB ´gfp-ΔpbpA2 Dr. Sven Halbedel 
pSH282 bla erm bgaB ´gfp-∆pbpB3 Dr. Sven Halbedel 
pSH286 Phelp-lacO-gfp-pbpA2 lacI neo (Rismondo et al., 2015b) 
pSH314 bla erm bgaB ΔsecA2 (Halbedel et al., 2012) 
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2.2. Kultivierungsbedingungen 
2.2.1. Nährmedien und Zusätze für Bakterien 
Die verwendeten Medien, Puffer und Lösungen wurden mit bidestilliertem Wasser angesetzt 
und anschließend 20 min bei 121°C und 2 bar autoklaviert. Für wasserunlösliche Substanzen 
wurden andere Lösungsmittel wie z.B. Dimethylsulfoxid (DMSO) oder Ethanol verwendet. 
Bei Medien, die thermoinstabile Substanzen enthalten, wurde eine Filtersterilisation mit 
Steritop-GV-Filtern mit einer Porengröße von 0,22 µm oder mit Minisart 
Spritzenvorsatzfiltern mit einer Porengröße von 0,2 µm durchgeführt. Die Nährmedien 
wurden, sofern notwendig, mit Zusätzen wie Antibiotika, X-Gal oder IPTG versetzt. Die 
eingesetzten Konzentrationen sind Tab. 4 zu entnehmen. 
 
Tab. 4: Medienzusätze und deren Endkonzentration in den Medien 
Medienzusatz Stammlösung Endkonzentration 
Antibiotika  E. coli L. monocytogenes 
Ampicillin 100 mg/ml in H2Obidest 100 µg/ml - 
Erythromycin 5 mg/ml in Ethanol - 50 µg/ml 
100 mg/ml in Ethanol 300 µg/ml - 
Kanamycin 50 mg/ml in H2Obidest 50 µg/ml 50 µg/ml 
Weitere Zusätze    
IPTG 1 M in H2Obidest 1 mM 1 mM 
X-Gal 50 mg/ml in DMSO 100 µg/ml 100 µg/ml 
 
2.2.2. Kultivierungsbedingungen und Stammhaltung 
2.2.2.1. Kultivierung von E. coli 
Die verwendeten E. coli-Stämme wurden in Luria Bertani (LB)-Medium bei 37°C und 
250 rpm im Rotationsschüttler (Innova TM43, New Brunswick Scientific) angezogen. Zur 
Selektion wurden die entsprechenden Antibiotika dem sterilen Medium zugesetzt. Die 
Anzucht erfolgte in sterilen 10 ml Glasröhrchen oder in Erlenmeyerkolben verschiedener 
Größe. Für vorübergehende Lagerung wurden E. coli-Stämme auf LB-Agarplatten 
ausgestrichen, über Nacht bei 37°C inkubiert und bei 4°C gelagert. Zur Stammhaltung wurde 
die Bakterienkultur 1:1 mit 50 % Glycerin (Endkonzentration 25% v/v) gemischt und 
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LB-Medium: Trypton 10 g 
 Hefeextrakt 5 g 
 NaCl 10 g 
 H2Obidest  ad. 1 l 
 
LB-Agar: Agar 10 g 
 LB-Medium ad. 1 l 
 
2.2.2.2. Kultivierung von L. monocytogenes 
Die Kultivierung von L. monocytogenes-Stämme erfolgte in Brain Heart Infusion (BHI)-
Medium, das, sofern notwendig, mit Antibiotika oder anderen Zusätzen versetzt wurde, bei 
37°C und 250 rpm. Dazu wurden ebenfalls 10 ml Glasröhrchen oder Erlenmeyerkolben 
verwendet. Für kurzfristige Aufbewahrung von L. monocytogenes-Stämmen wurden BHI-
Agarplatten beimpft, bei 37°C inkubiert und anschließend bei 4°C gelagert. Zur dauerhaften 
Lagerung der konstruierten Stämme wurden 25%-ige Glycerinkulturen hergestellt und 
bei -80°C aufbewahrt. 
 
BHI-Medium: BHI Bouillon (Oxoid) 37 g 
H2Obidest  ad. 1 l 
 
BHI-Agar: Agar 10 g 
 BHI-Medium ad. 1 l 
 
2.3. Molekulargenetische Arbeiten mit DNA 
2.3.1. Isolierung von DNA 
2.3.1.1. Plasmidisolation mittels Spin-Säulen 
Zur Gewinnung von Plasmid-DNA wurden 3 ml einer Übernachtkultur von E. coli TOP10-
Derivaten bei 16.100 x g pelletiert (Eppendorf-Zentrifuge 5415 R). Zur Präparation der 
Plasmid-DNA aus dem Zellpellet wurde das QIAprep Spin Miniprep Kit (QIAGEN GmbH) 
verwendet. Die Durchführung erfolgte nach Herstelleranweisungen, jedoch wurde die 
Plasmid-DNA mit H2Obidest eluiert. Die isolierte DNA wurde bis zur Verwendung für 
präparative Restriktion oder Transformationen bei -20°C gelagert. 
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2.3.1.2. Isolation von chromosomaler DNA aus L. monocytogenes 
Zur Isolation von chromosomaler DNA wurden die Bakterienzellen in 3 ml BHI-Medium und 
dem benötigten Antibiotikum über Nacht bei 37°C und 250 rpm angezogen. Anschließend 
wurde 1 ml der Zellen durch 1-minütige Zentrifugation bei 16.100 x g geerntet. Das erhaltene 
Zellpellet wurde in 400 µl TES-Puffer resuspendiert. Nach Zugabe von 40 µl Lysozym 
(Stammlösung: 100 mg/ml) wurde der Ansatz bei 37°C für 40 min inkubiert. Der Ansatz 
wurde zur Präzipitation der Proteine mit 40 µl 20% SDS und anschließend mit 400 µl 
Phenol:Chloroform:Isoamylalkohol (25:24:1) versetzt und gemischt. Nach 4-minütiger 
Zentrifugation bei 16.100 x g wurde die wässrige Phase unter Verwendung einer 
abgeschnittenen Spitze in ein neues Eppendorf-Gefäß überführt, das 500 µl Chloroform 
enthielt. Nach kurzem Mischen wurde die Lösung 4 min bei 16.100 x g zentrifugiert und die 
wässrige Phase wiederum in ein neues Eppendorf-Gefäß überführt, das 1 ml 96%igen Ethanol 
enthalten hatte. Der Ansatz wurde anschließend geschüttelt und das DNA-Präzipitat durch 
Zentrifugation pelletiert. Der Überstand wurde entfernt und das Pellet mit 1 ml 70%igem 
Ethanol gewaschen. Nach Trocknung des DNA-Pellets wurde es in 100-200 µl TE-Puffer 
gelöst. 
 
TES-Puffer: 1 M EDTA pH7,5 1 ml 
 20% SDS 5 ml 
 1 M Tris-HCl pH7,5 10 ml 
 H2Obidest ad. 1 l 
 
TE-Puffer: 0,5 M EDTA pH8,0 0,2 ml 
 1 M Tris-HCl pH8,0 1 ml 




Zur Auftrennung der DNA wurden 1%-ige Agarosegele (w/v) verwendet, die in horizontale 
Flachbrett-Elektrophorese-Kammern (Gelkammer (Mini) SubCell GT, Bio-Rad Laboratories 
GmbH) gegeben wurden. Die Agarose (Promega) wurde in 1 x TAE-Puffer durch Erhitzen in 
der Mikrowelle gelöst und anschließend das Gel mit Hilfe eines Gießstandes gegossen.  
Die aufzutrennenden Proben wurden mit dem 0,2-fachen Volumen 6 x DNA Ladepuffer 
gemischt. Je nach DNA-Größe und –Konzentration wurden 5-10 µl (analytische Gele) bzw. 
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60-100 µl (präparative Gele) der zu untersuchenden Probe aufgetragen. Als Elektrodenpuffer 
wurde 1 x TAE-Puffer verwendet. Die Auftrennung der DNA-Proben erfolgte bei 100-120 V 
(PowerPack 300, Bio-Rad Laboratories GmbH) für 35-50 min. Anschließend wurde das Gel 
für 10-20 min im Ethidiumbromid-Bad inkubiert, bis eine ausreichende Färbung erreicht 
wurde. Die Dokumentation der DNA-Banden, die mittels UV-Licht sichtbar gemacht wurden, 
erfolgte mit dem Molecular Imager® Gel DocTM 2000 Dokumenationssystem und der 
Quantity One® 1-D Analysesoftware (Bio-Rad Laboratories GmbH). Zur Bestimmung der 
Größe linearer DNA-Fragmente in Agarose-Gelen wurde der Gene RulerTM DNA Ladder Mix 
(Thermo Scientific, Fermentas) verwendet, von dem jeweils 5 µl im Gel aufgetragen wurden. 
 
6 x DNA-Ladepuffer: Bromphenolblau 0,25% (w/v) 
 Xylencyanol FF 0,25% (w/v) 
    Glycerin   30% 
 
50 x TAE-Puffer:  0,5 M EDTA pH8,0  100 ml 
    Eisessig   57,1 ml 
    Tris-Base   242 g 
    H2Obidest   ad. 1 l 
 
Ehtidiumbromid-Bad  0,5%-iges Ethidiumbromid 100 µl 
 H2Obidest ad. 1 l 
 
2.3.2.2. DNA-Konzentrationsbestimmung 
Die Konzentration von DNA-Fragmenten wurde mit dem Implen Nanophotometer bei 260 nm 
bestimmt. 
 
2.3.2.3. Spaltung der DNA mit Restriktionsendonukleasen 
Die Restriktion von DNA erfolgte in einem Gesamtvolumen von 10 µl (analytisch) bis 60 µl 
(präparativ). Die DNA wurde mit maximal 0,1-fachen Volumen Enzymlösung eine Stunde 
oder über Nacht bei der für das Enzym spezifischen Temperatur inkubiert. Als 
Inkubationspuffer dienten die vom Hersteller mitgelieferten Puffer, die 10-fach konzentriert 
vorlagen und auf einfache Konzentration verdünnt wurden. Der Puffer wurde, wenn 
notwendig, mit BSA versetzt. Anschließend erfolgte eine Überprüfung der Restriktion mittels 
Agarose-Gelelektrophorese. 
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2.3.2.5. Reinigung von DNA-Fragmenten aus Agarose-Gelen 
Die zu reinigenden DNA-Fragmente wurden in einem präparativen Agarose-Gel aufgetrennt. 
Das entsprechende Fragment wurde anschließend im langwelligen UV-Licht aus dem Gel 
herausgeschnitten und unter Verwendung des QIAquick Gel Extraction Kit (QIAGEN 
GmbH) aus dem Agaroseblock gereinigt. Dabei wurde den Anweisungen des Herstellers 
Folge geleistet, die DNA wurde allerdings mit H2Obidest eluiert. Die Lagerung der DNA 
erfolgte bei -20°C. 
 
2.3.2.6. Reinigung von PCR-Produkten 
Die Reinigung von PCR-Produkten erfolgte unter Verwendung des QIAquick PCR 
Purification Kit (QIAGEN GmbH) entsprechend den Anweisungen des Herstellers. Die 
Elution der DNA erfolgte jedoch mit H2Obidest. Die DNA wurde anschließend bei -20°C 
gelagert. 
 
2.3.2.7. Ligation von DNA-Fragmenten 
Die Ligation von DNA-Fragmenten wurde in einem Gesamtvolumen von 20 µl durchgeführt. 
Dabei betrug das Verhältnis zwischen Vektor- und Fragment-DNA ca. 1:5. Nach Zugabe  von 
je 2 µl 10 x Ligationspuffer und T4-DNA-Ligase (New England Biolabs) wurde H2Obidest 
zugegeben, um das finale Volumen von 20 µl zu erreichen. Um eine gute Ligationseffizienz 
zu erzielen, wurden die Ligationsansätze in einem lauwarmen Wasserbad bei 4°C über Nacht 
inkubiert, damit die Temperatur kontinuierlich herabgesetzt wird. 
 
2.3.3. Polymerase-Ketten-Reaktion (PCR) 
2.3.3.1. Auswahl der Primer 
Die Ableitung der Oligonukleotidprimer erfolgte unter Verwendung des Computerprogramms 
Clone Manager Professional 9 (Sci-Ed Software) und dem im Internet verfügbaren 
Oligonucleotide Properties Calculator (Oligo Calc) (Kibbe, 2007).  
Die Primer (Tab. 5) wurden von kommerziellen Anbietern (Eurofins MWG Operon) in 
lyophilisierter Form bezogen und anschließend in sterilem H2Obidest gelöst.  
 
Tab. 5: In der Arbeit verwendete Primer 
Name Sequenz 5’→ 3’ Beschreibung1 




gpsB-strep in pET11a (rev), 
XhoI 
JR10 CGGGATCCATGAGCAGAAAAATTGCAAGCATT pbpB1 upstream (fw), BamHI 
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Name Sequenz 5’→ 3’ Beschreibung1 
JR11 ATATGTCGACTTTCACGCATAGTTACCTCACTTT pbpB1 upstream (rev), SalI 
JR12 ATATGTCGACAATTAATCAAAAACCACTTTCATTTAT pbpB1 downstream (fw), SalI 
JR13 GCATGCCATGGAGTCATTCTCTGTGAAAACGTCAA pbpB1 downstream (rev), NcoI 
JR20 ATACGAGATCTGTCGTCGCGAAGTGAAACCAATTG pbpB2 upstream (fw), BglII 
JR33 TATTAGTCGACTTTCATTGACCATCTACCACTTTC pbpB2 upstream (rev), SalI 
JR34 TGAAAGTCGACTAATAATAGGAAGATAGAAGTATGT
C 
pbpB2 downstream (fw), SalI 
JR35 CGTGGATCCGATCTTGAGACAAATTCATAAAC pbpB2 downstream (rev), 
BamHI 
JR48 ACGCCGTTTATCCTTTTCCATGGGTTTCAC Entfernen von gfp in pSH286 
(fw) 
JR49 AAGGATAAACGGCGTATAGGTAACATGAG Entfernen von gfp in pSH286 
(rev) 
JR53 GCGCCCATGGCAGATAAACCGCAGACAAG pbpA1 in pIMK3 (fw), NcoI 
JR54 GCGCGGATCCTTAACTATCTGGAATTTTAACAGTGG pbpA1 in pIMK3 (rev), BamHI 
JR55 GCGCGGATCCCGACAAATTCAAACAGCAACTTATTA
AATAC 
pbpA2 in pIMK3 (fw), BamHI 
JR56 GCGCGTCGACTTAATTACCTATCGAATCGATTAAG pbpA2 in pIMK3 (rev), SalI 
JR57 TCCCCCCGGGCAAACTAAATTTTAGAAAAAAGAAAA
AAGATTC 
pbpB1 in pIMK3 (fw), XmaI 
JR58 GCCCATCGATTTAATTTTCGGTTTGTTCTGATTGTGC pbpB1 in pIMK3 (rev), ClaI 
JR77 CGCGCCATGGATGGCTAGTTATGGTGGGAAAAAG pbpB3 in pIMK3 (fw), NcoI 
JR78 CGCGGTCGACTTATTTATACATACTTTCAATTACAGG
TTTTAAC 
pbpB3 in pIMK3 (rev), SalI 




Insertion von flag in pJR18 
(rev) 
JR113 GCGCGTGCTTATGAACATGATGGC F120A in pbpA1 (fw) 
JR114 CATAAGCACGCGCATCTTCCGTTG F120A in pbpA1 (rev) 
JR117 GCAGCTGCCCTTTCGCAACAAATCATC S149A T150A in pbpA1 (fw) 
JR118 CGAAAGGGCAGCTGCACCTTCTG S149A T150 in pbpA1 (rev) 
JR119 GGGGCTACTATGAAACCAATTGCC S390A in pbpA1 (fw) 
JR120 CATAGTAGCCCCAACAGAACG S390A in pbpA1 (rev) 
JR121 CAAGCGCGTAATATTCCAGCCC S446A in pbpA1 (fw) 
JR122 CGCGCTTGATAAAGTGCTTGTC S446A in pbpA1 (rev) 
JR123 GCTGGTAAAGCAGGTACAACGAATATTC T571A in pbpA1 (fw) 
JR124 CTTTACCAGCAGCAGGGACGCC T571A in pbpA1 (rev) 
JR159 GCGCCTGCAGGATGTTTGGACGATTTACGCAAAGAG
CTC 
clpC in pIMK3 (fw), PstI 
JR160 GCGCGTCGACTTATTTAGCTTTTACTTTTTTAGAGGTT
GTTTTC 
clpC in pIMK3 (rev), SalI 
JR161 GCGCCCATGGCTTTGACACATGAAATATCAGAGAAT
GAAAAACC 
lmo1549 in pIMK3 (fw), NcoI 
JR162 GCGCGTCGACTTAAAAGTAACCTTTTTCTTTCAAACT
AATATAC 
lmo1549 in pIMK3 (rev), SalI 
JR163 GCGCCCATGGCTAAGGCATCCATTTCAATAGACGAG
AAG 
lmo1921 in pIMK3 (fw), NcoI 
JR164 GCGCGTCGACTTATTCTTTTTCCGTATCCATTTGCTGT
A 
lmo1921 in pIMK3 (rev), SalI 
JR165 GCGCCCATGGCTAAACTAATTACAATATCTGTTCCTG
CATATAATG 
lmo2550 in pIMK3 (fw), NcoI 
JR166 GCGCGTCGACTCATACTATGTCTTCTTTCTCTCCGTTA
TATTC 
lmo2550 in pIMK3 (rev), SalI 
JR167 GCGCCCATGGCTACGGATAGATTAATTATTCAAGGTG
GC 
murZ in pIMK3 (fw), NcoI 
JR168 GCGCGTCGACTTAGATATTTGTTTCTGCTGTACTACTA
CG 
murZ in pIMK3 (rev), SalI 
JR169 GCGCCCATGGATTCAAAAGATCAAACAATGTTTTACA
ACTTC 
lmo1503 in pIMK3 (fw), NcoI 
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Name Sequenz 5’→ 3’ Beschreibung1 
JR170 GCGCGTCGACTCATTTCTCACCAATTTCGTTATTTTTC
AG 
lmo1503 in pIMK3 (rev), SalI 
JR173 CGCGGGATCCCCACTAGTTGCTCCACTTAAAATCGAC murA upstream (fw), BamHI 
JR174 GCGCCCATGGCTCCTTGACATGCAGTACCGATTG murA downstream (rev), NcoI 
JR175 CGCGGGATCCGCGATGGTCGTGCTGAACTTTTTAG murZ upstream (fw), BamHI 
JR176 GCGCGGAATTCGGAACTGACTACATCCGCTTTTACAG murZ downstream (rev), EcoRI 
JR179 TTGAATTTAGAAGTCGACCAAAAAGAACCCCTCCGC
GTTAC 
murA upstream (rev), SalI 
JR180 GGGTTCTTTTTGGTCGACTTCTAAATTCAAATGTTGA
AAACCGTATC 
murA downstream (fw), SalI 
JR183 TAATTATTAGATGTCGACCACAACGTACCCTTCTTTCT
TGAAG 
murZ upstream (rev), SalI 
JR184 GGTACGTTGTGGTCGACATCTAATAATTAGAGGCTGA
GCGAAACAAC 
murZ downstream (fw), SalI 
JR189 CGCGCCATGGAAAAAATTATTGTACGCGGTGG murA in pIMK3 (fw), NcoI 
JR190 GCGCGTCGACTTAGAATAAAGACGCTAAGTTTGTTAC murA in pIMK3 (rev), SalI 
JR197 GCGCGGATCCCAATTATTTCGAATGGTGCGGTGTC lmo1921 upstream (fw), 
BamHI 
JR198 TCCTTATTCGTCGACCATCTTTCCTCAGTCCCTTCCTG lmo1921 upstream (rev), SalI 
JR199 GGAAAGATGGTCGACGAATAAGGAATAAATCCTAGT
TAGTAGGG 
lmo1921 downstream (fw), SalI 
JR200 CGCGCGAATTCCCAAGACTCAACCTCTTTCACTC lmo1921 downstream (rev), 
EcoRI 




lmo1549 upstream (rev), SalI 
JR203 CTTATGTTGGTCGACTAAATCCAGAATACTGTTCACA
AAATATC 
lmo1549 downstream (fw), SalI 




murZ in B2H (fw), XbaI 
JR248 GCGCGGTACCGCGATATTTGTTTCTGCTGTACTACTA
C 
murZ in B2H (rev), KpnI 
JR249 GCGCCTGCAGAAAAAATTATTGTACGCGGTGGAAAA
C 




murA in B2H (rev), KpnI 
JR251 GCGCTCTAGAATTGACACATGAAATATCAGAGAATG
AAAAAC 
lmo1549 in B2H (fw), XbaI 
JR252 GCGCGGTACCGCAAAGTAACCTTTTTCTTTCAAACTA
ATATAC 
lmo1549 in B2H (rev), KpnI 
JR253 GCGCTCTAGAAAAGGCATCCATTTCAATAGACGAG lmo1921 in B2H (fw), XbaI 
JR254 GCGCGGTACCTCTTTTTCCGTATCCATTTGCTG lmo1921 in B2H (rev), KpnI 
JR255 GCGCTCTAGATTCAAAAGATCAAACAATGTTTTACAA
C 
lmo1503 in B2H (fw), XbaI 
JR256 GCGCGGTACCTTCTCACCAATTTCGTTATTTTTCAG lmo1503 in B2H (rev), KpnI 
JR257 GCGCCTGCAGGGAAAAAATTATTGTACGCGGTGGAA
AAC 
murA in pUT18 und pUT18c 
(fw), PstI 
JR264 GCGCAGATCTGGCAAATACAGCATTGAACTATGTG lmo1503 upstream (fw), BglII 




lmo1503 downstream (fw), 
BamHI 
JR267 GCGCGTCGACGCTAGGAATGTAGCAAGGATTTCTTC lmo1503 downstream (rev), 
SalI 
JR270 GCGCGGATCCGATGAATAAGAGTGAATATGGTGCGG clpC upstream (fw), BamHI 
JR271 GCGCGTCGACCATCATTGTTGTTTCCTCCTTATCG clpC upstream (rev), SalI 
JR272 GCGCGTCGACTAAGTAGAAAGCCTTCCTTAATAAAA clpC downstream (fw), SalI 
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Name Sequenz 5’→ 3’ Beschreibung1 
AGTTAAGG 
JR273 GCGCGGAATTCCGGTCCCGCAATAGCACCTTCC clpC downstream (rev), EcoRI 




lmo2550 upstream (rev), SalI 
JR282 GCGCGTCGACGTATGAACAAAATAAGAAAATGGTTA
GAC 
lmo2550 downstream (fw), SalI 
JR283 GCGCCCATGGCGTTCGTTACATACAGTCTTATTTGAG lmo2550 downstream (rev), 
NcoI 
JR294 CTAAAGGCTCTTTCTAATTTAGAAAAACATG R96A in gpsB (fw) 
JR295 GAAAGAGCCTTTAGAATATCAAAGTTGG R96A in gpsB (rev) 
JR296 CTAATTTAGCAAAACATGTTTTTGGAAATAAG E101A in gpsB (fw) 
JR297 CATGTTTTGCTAAATTAGAAAGACGCTTTAG E101A in gpsB (rev) 
SHW277 AAACTGGGGCACGTGGTTATAGTCCTG L24A in gpsB (fw) 
SHW278 TAACCACGTGCCCCAGTTTTAAATTC L24A in gpsB (rev) 
SHW279 CTGAAGATGCAGATGAGTTTTTAGAC V32A in gpsB (fw) 
SHW280 ACTCATCTGCATCTTCAGGACTATAAC V32A in gpsB (rev) 
SHW281 CTGGGCTTGCAGGTTATAGTCCTGAAG R25A in gpsB (fw) 
SHW282 CTATAACCTGCAAGCCCAGTTTTAAATTC R25A in gpsB (rev) 
SHW480 TGGAGCCACCCGCAGTTCGAAAAATAAC Entfernung des C-Terminus 
von gpsB (fw) 
SHW481 GGTGGCTCCATCCAGCAGGTTGTGCCGCTGC Entfernung des C-Terminus 
von gpsB (rev) 
SHW607 TTCGTGGTGCAAGTCCTGAAGATGTTGATGAG Y27A in gpsB (fw) 
SHW608 TCAGGACTTGCACCACGAAGCCCAGTTTTAAATTC Y27A in gpsB (rev) 
SHW615 AAGATGTTGCAGAGTTTTTAGACATGGTTATTAAAG D33A in gpsB (fw) 
SHW616 AAAAACTCTGCAACATCTTCAGGACTATAACC D33A in gpsB (rev) 
SHW619 ATGAGTTTGCAGACATGGTTATTAAAGATTACAG L36A in gpsB (fw) 
SHW620 ACCATGTCTGCAAACTCATCAACATCTTCAGGAC L36A in gpsB (rev) 
SHW621 AGTTTTTAGCAATGGTTATTAAAGATTACAGTACAT D37A in gpsB (fw) 
SHW622 ATAACCATTGCTAAAAACTCATCAACATCTTCAG D37A in gpsB (rev) 
SHW623 ACATGGTTGCAAAAGATTACAGTACATTTACTCAAG I40A in gpsB (fw) 
SHW624 TAATCTTTTGCAACCATGTCTAAAAACTCATCAAC I40A in gpsB (rev) 
1 Die forward- und reverse-Primer sind durch (fw) und (rev) gekennzeichnet. Die Restriktionsschnittstellen, die an das 
amplifizierte Produkt angehangen werden, sind angegeben. 
 
2.3.3.2. Standard-Polymerase-Ketten-Reaktion 
Die Polymerase-Ketten-Reaktion wurde zur Amplifizierung von DNA-Abschnitten für 
präparative und analytische Zwecke genutzt. Die PCR-Reaktionen erfolgten in Abhängigkeit 
der späteren Verwendung der Produkte in Volumen zwischen 30 und 100 µl. Zur 
Amplifikation von DNA für präparative und analytische Zwecke wurde die Thermo 
Scientific® Phusion High Fidelity DNA Polymerase (New England Biolabs) verwendet. 
Standardprotokolle für PCRs sind den Tab. 6 und Tab. 7 zu entnehmen. Das PCR-Programm 
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Tab. 6: PCR-Reaktions-Ansatz 
Bestandteil 30 µl 50 µl 100 µl 
Template DNA 0,2 µl 0,25 µl 0,5 µl 
5 x HF-Puffer 6 µl 10 µl 20 µl 
40 mM dNTPs 0,3 µl 0,5 µl 1 µl 
Primer fw/rev 
(100 pmol/ml) 
0,15/0,15 µl 0,25/0,25 µl 0,5/0,5 µl 
Phusion® Polymerase 0,15 µl 0,25 µl 0,5 µl 
H2Obidest 23,05 µl 38,5 µl 77 µl 
 
Tab. 7: PCR-Programm 
Schritt Temperatur Zeit  
Initiale Denaturierung 95°C 5 min  
Denaturierung 95°C 30 s  
Annealing 48-60°C 30 s 30 Zyklen 
Extension 72°C 30 s/kb  
Nachsynthese 72°C 5 min  
Pause 16°C ∞  
 
2.3.3.3. Site-directed mutagenesis 
Zur Substitution, Deletion oder Insertion einzelner oder mehrerer Basenpaare wurde die site-
directed mutagenesis-PCR eingesetzt (Liu und Naismith, 2008). Hierbei wurden Primer 
verwendet, die eine gegenseitig komplementäre Sequenz von mindestens 9 bp am 5‘-Ende 
aufweisen und gemeinsam die gewünschte Mutation einführen. Sie wurden in einer PCR-
Reaktion genutzt, bei der das zu mutagenisierende Plasmid komplett amplifiziert wird. Zur 
Amplifikation wurden die Standardprotokolle verwendet, die in 2.3.3.2. beschrieben sind, 
wobei eine Extension-Zeit von 1 min/kb bei Plasmiden, die größer als 4 kb sind, eingesetzt 
wurde. Danach wurde der Reaktionsansatz 1 h bei 37°C mit DpnI inkubiert, um parentale 
DNA abzubauen. Anschließend wurden jeweils 1, 2 und 5 µl des Ansatzes in E. coli TOP10 
transformiert. 
 
2.3.3.4. Sequenzierung von Plasmiden und PCR-Produkten 
Die Sequenzierung von Plasmiden und PCR-Produkten erfolgte unter Verwendung des ABI 
BigDye Terminator 3.1 Premix (Thermo Scientific) nach der Kettenabbruchsynthese nach 
Sanger (Sanger et al., 1977). Standardprotokolle für Zusammensetzung und Durchführung der 
Sequenzierreaktion sind den Tab. 8 und Tab. 9 zu entnehmen. Die Analyse der 
Sequenzierungen erfolgte im hauseigenen Sequenzierlabor (RKI Berlin). Die Auswertung der 
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Sequenzdaten erfolgte unter Verwendung von Clone Manager Professional 9 (Sci-Ed 
Software). 
 
Tab. 8: Sequenzierungsansatz 
Bestandteil Volumen 
Template DNA x µl (ca. 300 ng) 
ABI-Puffer 2 µl 
BigDye 3.1 1 µl 
Primer (100 pmol/ml) 0,5 µl 
H2Obidest ad 10 µl 
 
Tab. 9: Sequenzierungsreaktion 
Schritt Temperatur Zeit  
Initiale Denaturierung 95°C 1:30 min  
Denaturierung 95°C 10 s  
Annealing 52°C 5 s 25 Zyklen 
Extension 60°C 4 min  
Pause 4°C ∞  
 
2.3.4. Genomsequenzierung 
2.3.4.1. Isolation genomischer DNA von L. monocytogenes 
Zur Isolation genomischer DNA für die Genomsequenzierung wurden die Bakterienstämme 
in BHI über Nacht bei 37°C inkubiert. 1 ml der Übernachtkultur wurde durch eine 5-minütige 
Zentrifugation bei 5900 x g geerntet. Das Pellet wurde anschließend in 200 µl Lysispuffer 
resuspendiert und nach Zugabe von 1 µl RNase wurden die Proben für 45 min bei 37°C 
inkubiert. Die weiteren Schritte zur Isolation der DNA erfolgten nach Herstellerangaben mit 
dem DNeasy Blood and Tissue Kits (QIAGEN GmbH). Dazu wurden die Proben mit 25 µl 
Proteinase K und 200 µl AL-Puffer versetzt, auf dem Vortex-Mixer gemischt und weitere 
20 min bei 37°C inkubiert. Darauf folgte eine 45-minütige Inkubation bei 56°C. Nach Zugabe 
von 200 µl Ethanol (100%) wurde der Ansatz gemischt, auf die Säule gegeben und für 1 min 
bei 5900 x g zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen, 200 µl Puffer AW1 auf die Säule 
gegeben und wie zuvor zentrifugiert. Die Säule wurde mit 200 µl Puffer AW2 gewaschen und 
nach 3-minütiger Zentrifugation bei 14.000 rpm in ein neues Eppendorf-Gefäß überführt. Die 
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Lysispuffer: Tris-HCl, pH8,0 20 mM 
 EDTA 2 mM 
 Triton X-100 1,2 % 
 Lysozym 20 mg/ml 
 
2.3.4.2. DNA-Quantifizierung mittels PicoGreen®  
Zur Quantifizierung der isolierten DNA wurde 1 µl Probe mit 99 µl 1 x TE-Puffer verdünnt. 
Als Standard diente Lambda DNA, die auf 5; 2,5; 1; 0,5; 0,25; 0,1; 0,05; 0,025 und 
0,01 µg/ml verdünnt wurde. Zusätzlich wurde eine DNA-freie Probe verwendet. PicoGreen® 
wurde 1:200 in 1 x TE-Puffer verdünnt. 50 µl der PicoGreen®-Verdünnung wurden jeweils in 
die Wells einer schwarzen 96-Well-Platte (mit transparentem Boden) vorgelegt und 
anschließend mit 50 µl der Standardreihe bzw. der Probe gemischt. Anschließend erfolgte die 
Messung mit dem Fujifilm FLA 2000 (Laser: 473 nm; Filter: Y520). Die DNA-Proben 
wurden mit DEPC-H2O (Thermo Scientific) auf 0,2 ng/µl verdünnt. 
 
TE-Puffer: Tris-HCl pH7,5 200 mM 
 EDTA 20 mM 
 
2.3.4.3. Nextera® XT-DNA Probenvorbereitung 
Tagmentierung und PCR 
Ziel der Tagmentierung ist die Fragmentierung der DNA in 200-3000 bp Fragmente. 10 µl 
Tagment DNA-Puffer wurden mit 5 µl der DNA vermischt (Endkonzentration: 0,067 ng/µl). 
Anschließend wurden 5 µl Amplicon Tagment Mix zugegeben und der Ansatz durch 
fünfmaliges Auf- und Abpipettieren gemischt. Der Reaktionsansatz wurde 5 min bei 55°C 
inkubiert und anschließend auf 10°C abgekühlt. Sobald der PCR-Cycler 10°C erreicht hatte, 
wurden 5 µl Neutralize Tagment Puffer zugegeben, durch Pipettieren gemischt und für 1 min 
in einer Tischzentrifuge zentrifugiert (1000 x g, RT). Nach einer 1-minütigen Inkubation bei 
RT wurden pro PCR-Gefäß 15 µl Nextera PCR Master Mix sowie je 5 µl der zwei 
entsprechenden Indexprimer (N7XX; S5XX) zugegeben, die eine Zuordnung der MiSeq 
Reads zu den jeweils sequenzierten DNA-Proben ermöglichen. Die PCR-Reaktion wurde wie 
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Tab. 10: PCR-Programm 
Schritt Temperatur Zeit  
Extension 72°C 3 min  
Initiale Denaturierung 95°C 30 s  
Denaturierung 95°C 10 s  
Annealing 55°C 30 s 12 Zyklen 
Extension 72°C 30 s  
Nachsynthese 72°C 5 min  
Pause 10°C ∞  
 
PCR-Aufreinigung 
Die PCR-Produkte wurden mit einer Mehrkanalpipette in eine 96-Well-Platte (Rundboden) 
übertragen. Nachdem die AMPure XP Beads 30 s mit dem Vortex-Mixer gemischt wurden, 
wurden je 30 µl zum PCR-Produkt gegeben und durch 10-maliges Pipettieren gemischt. Nach 
einer Inkubation von 5 min bei RT wurde die Platte auf einen Magnetständer für weitere 
2 min inkubiert. Anschließend wurde der Überstand abgenommen und verworfen. Die Beads 
wurden anschließend zweimal mit 200 µl 80%-igem Ethanol (mit DEPC-H2O frisch 
hergestellt) gewaschen. Dabei verblieb die 96-Well Platte auf dem Magnetständer. Nachdem 
der Ethanol möglichst vollständig entfernt wurde, wurden die Beads durch eine 15-minütige 
Inkubation bei RT getrocknet. Die Platte wurde vom Magnetständer genommen und die 
Beads mit 52 µl Resuspension Puffer durch mehrfaches Pipettieren gemischt. Nach 
zweiminütiger Inkubation bei RT wurde die Platte wieder auf den Magnetständer gestellt und 
für weitere 2 min inkubiert. Der Überstand (= Library) wurde in ein neues Eppendorf-Gefäß 
überführt.  
 
Agilent-Elektrophorese (High Sensitivity DNA Chip) 
Zur Überprüfung des DNA-Gehaltes und der Fragmentverteilung nach der Tagmentierung 
wurden die Proben mit Hilfe des Agilent DNA High Sensitivity Chip analysiert. Dazu wurde 
der Chip in die Chip Priming Station eingelegt. 9 µl des Gel-Dye-Mixes wurde in Well G 
pipettiert. Anschließend wurde die Spritze auf 1 ml aufgezogen und die Priming Station 
geschlossen. Der Konus wurde bis unter den Festhalteclip (unterste Position) 
heruntergedrückt. Nach 60 s wurde der Clip gelöst, 5 s gewartet und der Konus zurück auf 
1 ml gezogen. Die Priming Station wurde geöffnet und der Chip auf Luftblasen überprüft. 
Anschließend wurden je 9 µl Gel-Dye-Mix in die drei übrigen Wells G gegeben. Je 5 µl des 
Markers wurde in alle 11 Proben-Wells und das Leiter-Well gegeben. 1 µl des High 
Sensitivity DNA Größenstandards wurde in das Leiter-Well pipettiert und je 1 µl Probe in 
Material und Methoden 
42 
eins der 11 Proben-Wells. Der Chip wurde anschließend im Adapter für 1 min bei 2400 rpm 
geschüttelt und anschließend im Bioanalyzer (Agilent Technologies) analysiert. 
 
Normalisierung 
Zur Angleichung der Quantität der Librarys, wurde eine Normalisierung durchgeführt. Dazu 
wurden 20 µl des aufgereinigten PCR-Produktes in ein neues Eppendorf-Gefäß überführt. 
Nachdem die Beads gründlich gemischt wurden, wurden pro Probe 38 µl Library 
Normalization Additive 1 (LNA1) und 7 µl Library Normalization Beads 1 (LNB1) 
zusammenpipettiert. Je 45 µl der LNA1/LNB1-Mischung wurde zum aufgereingten PCR-
Produkt gegeben und für 30 min bei 2000 rpm im Schüttler inkubiert. Die Eppendorf-Gefäße 
wurden anschließend in einen Magnetständer gestellt. Nach 2 min wurde der Überstand 
abgenommen und verworfen. Nach Zugabe von 45 µl Library Normalization Wash-Puffer 1, 
wurden die Proben 5 min bei 2000 rpm inkubiert, kurz zentrifugiert, für 2 min in den 
Magnetständer gestellt, der Überstand abgenommen und verworfen. Der Waschschritt wurde 
ein weiteres Mal wiederholt. Danach erfolgte die Zugabe von 30 µl 0,1 M NaOH. Die Proben 
wurden für 5 min bei 2000 rpm geschüttelt, in den Magnetständer überführt und 2 min 
gewartet. In der Zwischenzeit wurde für jede Library 30 µl Library Normalization Storage-
Puffer 1 in ein frisches Eppendorf-Gefäß vorgelegt. Die 30 µl Überstand wurden anschließend 
in die vorbereiteten Reaktionsgefäße überführt.  
 
2.3.4.4. Sequenzierung und Auswertung der Sequenzdaten 
Die Sequenzierung der L. monocytogenes Genome erfolgte mit dem MiSeq (Illumina) des 
Fachgebietes 13 unter Verwendung einer v3-Kartusche für einen 2 x 300 bp Lauf. Die 
Bedienung dieses Gerätes erfolgte durch Dr. Jennifer Bender und Stefan Fiedler. Die 
Auswertung der Genomdaten erfolgte mit dem Programm Geneious R8 (Biomatters).  
 
2.3.5. DNA-Transfer und Selektion rekombinanter Klone 
2.3.5.1. Transformation von E. coli (Mandel und Higa, 1970, Sambrook et al., 1989) 
Zur Herstellung chemisch-kompetenter Zellen wurde eine 3 ml LB-Übernachtkultur 1:100 in 
frischem LB (25 ml in 50 ml Falcon-Gefäße) verdünnt und für 2 h bei 37°C und 250 rpm 
inkubiert, bis eine OD600 von 0,3-0,4 erreicht wurde. Die Zellen wurden anschließend durch 
eine 5-minütige Zentrifugation bei 4625 x g und 4°C geerntet. Das erhaltene Zellpellet wurde 
in 12,5 ml eiskaltem 0,1 M CaCl2 (sterilfiltriert, in 50 ml Falcon-Gefäß und Verwendung von 
Reinstwasser, Roth) resuspendiert. Nach 30-minütiger Inkubation der Zellsuspension auf Eis 
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wurden die Zellen durch Zentrifugation bei 4625 x g und 4°C für 5 min pelletiert. Das Pellet 
wurde, je nach Größe, in 0,5-1 ml eiskalter 0,1 M CaCl2 resuspendiert. Die Zellen wurden 
immer frisch hergestellt und sofort für die Transformation eingesetzt. Zur Transformation 
wurden 50-100 µl kompetente E. coli-Zellen mit der gewünschten Menge zu 
transformierender DNA (Plasmide: 1 µl, Ligationsansatz: 10-20 µl) gemischt und 30 min auf 
Eis inkubiert. Anschließend erfolgte ein Hitzeschock bei 42°C für 1 min im Wasserbad und 
eine 3-minütige Inkubation auf Eis. Nach Zugabe von 900 µl sterilem LB-Medium wurde der 
Ansatz für 1 h bei 37°C unter Schütteln inkubiert. Der Transformationsansatz wurde auf 
selektiven LB-Agarplatten ausplattiert und über Nacht bei 37 °C inkubiert.  
 
2.3.5.2. Transformation von L. monocytogenes durch Elektroporation (Monk et al., 2008) 
Zur Herstellung elektrokompetener Listeria-Zellen wurde eine BHI-Übernachtkultur 1:100 in 
50 ml BHI auf eine OD600 von 0,01-0,02 verdünnt. Die Kultur wurde bei 37°C und 200 rpm 
bis zu einer OD600 von 0,2-0,25 inkubiert. Anschließend erfolgte die Zugabe von Ampicillin 
(Endkonzentration 10 µg/ml) und eine weitere Inkubation der Kultur für 2 h bei 37°C. Die 
Zellen wurden 10 min auf Eis abgekühlt und anschließend 10 min bei 12.857 x g und 4°C 
zentrifugiert. Das Zellpellet wurde in 50 ml eiskaltem Sucrose-Glycerol-Waschpuffer 
(SGWB) resuspendiert. Anschließend erfolgten zwei weitere Zentrifugationsschritte, nach 
denen das Zellpellet in 17,5 ml bzw. 5 ml SGWB aufgenommen wurde. Nach der Zugabe von 
50 µl Lysozym (Stammlösung 10 mg/ml) wurden die Zellen 20 min bei 37°C und 200 rpm 
inkubiert. Die Zellen wurden bei 12.857 x g und 4 °C für 10 min zentrifugiert und 
anschließend in 2,5 ml SGWB resuspendiert. Nach weiterer Zentrifugation wurde das Pellet 
in 250 µl SGWB resuspendiert und 50 µl Aliquots bei -80°C gelagert. Zur Transformation 
wurden 25 µl elektrokompetente Zellen mit 1 µg gefällter Plasmid-DNA 5 min auf Eis 
inkubiert. Nach Transfer in eine 1,5 mm Elektroporationsküvette (Roth) wurden die Zellen 
bei 330 µF, 4000 Ω, 300 V und der Einstellung „low resistance“ elektroporiert. Die Zellen 
wurden durch Zugabe von 1 ml sterilem BHI und anschließender Inkubation über 1,5 h bei 
37°C (30°C bei pMAD und pAUL-A-Derivaten) ohne Schütteln regeneriert. Die Zellen 
wurden anschließend abzentrifugiert, auf BHI-Agar mit dem jeweiligen Antibiotikum 
ausplattiert und über Nacht bei 37°C oder zwei Tage bei 30°C bebrütet. 
 
SGWB-Puffer (sterilfiltriert): Glycerin 10% 
 Sucrose 500 mM 
 100 mM NaOH pH7,0 einstellen 
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2.3.5.3. Deletion von L. monocytogenes-Genen 
Zur Herstellung von Deletionsmutanten von L. monocytogenes, bei denen keine Insertion von 
exogener DNA wie beispielsweise Antibiotikaresistenzkassetten erfolgt (= clean deletions), 
wurde die von Arnaud et al. beschriebene Methode angewandt (Arnaud et al., 2004). Dazu 
wurden DNA-Bereiche, die upstream und downstream eines zu inaktivierenden Gens liegen 
sowie das Startcodon, eine Restriktionsschnittstelle und das Stoppcodon des Gens fusioniert 
und in das pMAD-Plasmid kloniert. Das erhaltene pMAD-Derivat wurde anschließend in den 
jeweiligen L. monocytogenes-Stamm elektroporiert und auf BHI-Selektionsplatten, die X-Gal 
und Erythromycin enthalten, ausplattiert und für 2 Tage bei 30°C inkubiert. Zwei blaue 
Kolonien wurden zu Einzelkolonien auf die gleichen Selektionsplatten ausgestrichen und für 
zwei Tage bei 42°C gelagert, um eine Integration des Plasmides in das Chromosom zu 
erzwingen. 3 ml BHI (ohne Antibiotikum) wurde mit einigen blauen Kolonien dieser Platte 
angeimpft und für 2 h bei 30°C bei 180 rpm und anschließend für 4 h bei 42°C inkubiert. Die 
erhöhte Temperatur soll zum Verlust des pMAD-Plasmides führen, da dieses einen 
hitzesensitiven origin of replication besitzt. Aus der resultierenden Kultur wurde eine 
Verdünnungsreihe hergestellt und die Verdünnungen 10-3 bis 10-5 auf BHI-Platten mit X-Gal 
ausplattiert. Nach zweitägiger Inkubation bei 42°C wurden alle weißen Kolonien isoliert und 
auf BHI-Platten gepickt, die X-Gal bzw. X-Gal und Erythromycin enthalten, um weiße Klone 
zu identifizieren, die durch ein double crossover-Event sowohl das pMAD-Derivat als auch 
das zu deletierende Gen verloren haben. Die Überprüfung der Klone auf Deletion des Gens 
und Verlust des Plasmides erfolgte mittels PCR. 
 
2.4. Molekulargenetische Arbeiten mit RNA (Northern-Blot) 
2.4.1. Isolation von RNA aus L. monocytogenes 
Zur Isolation von RNA wurden die zu untersuchenden L. monocytogenes-Stämme bis zu einer 
optischen Dichte (λ=600 nm) von 1 angezogen. 1,5 ml dieser Kultur wurden für 1 min bei 
16.100 x g zentrifugiert und in TE-Puffer resuspendiert, der 3 mg/ml Lysozym enthielt. Nach 
einer 30-minütigen Inkubation bei Raumtemperatur wurde das RNeasy Kit (QIAGEN GmbH) 




Material und Methoden 
45 
2.4.2. Denaturierendes RNA-Gel 
Zur Herstellung eines denaturierenden RNA-Gels wurden 3 g Agarose mit 146 ml H2Obidest 
und 20 ml 10 x MOPS-Puffer gemischt, in der Mikrowelle aufgekocht und auf 60°C 
abgekühlt. Nach dem die Agaroselösung mit 34 ml 35% Formaldehyd, das auf 60°C erwärmt 
wurde, gemischt wurde, wurde es in eine Gelwanne gegossen. Nach 1 h konnte der Kamm 
vorsichtig entfernt werden und in die Gelkammer, die mit 1 x MOPS-Puffer gefüllt wurde, 
gegeben werden. Auf das RNA-Gel wurden 0,8 µg RNA aufgetragen. Als Größenstandard 
diente der RNA Molecular Weight Marker I (Digoxigenin-markiert, Roche). Die RNA-
Proben wurden mit 10 µl RNA-Probenpuffer versetzt (Endvolumen: 20 µl), für 10 min bei 
65°C denaturiert und anschließend bis zum Beladen aufs Eis gestellt. Aufgrund der 
Verwendung von zwei Kämmen pro Gel wurde die Elektrophorese bei 120 V 1,5 h 
durchgeführt. 
 
10 x MOPS-Puffer MOPS 41,85 g 
 Na-Acetat (Trihydrat) 6,8 g 
 Na2EDTA (H2O-frei) 3,72 g 
 
RNA-Probenpuffer Formamid 6,5 ml 
 Formaldehyd 1,2 ml 
 10 x MOPS 2 ml 
 30% Saccharose 0,67 ml 
 Bromphenolblau 20 mg 
 Xylencyanol FF 20 mg 
 
2.4.3. Vakuumblotting der RNA 
Zum Transfer der RNA wurde eine Nylon-Membran (Roche) auf 15 x 15 cm zugeschnitten, 
gewässert und unter die Maske des Vakuum Blotters (Bio-Rad Laboratories GmbH) gelegt. 
Dabei war darauf zu achten, dass die Dichtung abgeschlossen ist. Zur Fragmentierung der 
RNA wurde das Gel 2 min mit UV-Licht bestrahlt. Nachdem der Rahmen des Vakuum 
Blotters fixiert wurde, wurde das RNA-Gel daraufgelegt, alle Luftblasen entfernt und die 
Vakuum-Pumpe angeschlossen (5-15 mbar). Das Gel wurde anschließend mit einer 
Hydrolyseflüssigkeit bedeckt. Nach 5 min wurde die Lösung abgenommen und zur 
Neutralisation weitere 5 min mit 0,1 M Tris-HCl (pH7,5) inkubiert. Nachdem die Lösung 
abgesaugt wurde, wurde 20 x SSPE auf das Gel gegeben und nach Bedarf nachgefüllt, damit 
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das Gel nicht austrocknet. Nach 2-3 h Blotten wurde die Membran kurz auf Filterpapier 
getrocknet und 30 s mit UV-Licht bestrahlt, um ein crosslinking der RNA zu bewirken. Um 
das Blot-Ergebnis zu überprüfen, wurde die Membran für ca. 1 min in einer Methylenblau-
Färbelösung (Lösung wiederverwendbar) geschwenkt, wodurch die ribosomale RNA 
angefärbt wird. Zur Entfärbung wurde die Membran dreimal mit Wasser gewaschen und auf 
Filterpapier getrocknet. 
 
Hydrolyseflüssigkeit: NaOH 50 mM 
 NaCl 10 mM 
 
20 x SSPE: NaCl 3 M 
 NaH2PO4 0,2 M 
 EDTA 0,02 M 
 NaOH pH auf 7,4 einstellen 
 
Methylenblau-Färbelösung: Methylenblau 100 mg 
 Na-Acetat pH5,2 13,2 ml 
 Konzentrierte Essigsäure 2 ml 
 
2.4.4. Herstellung von RNA-Sonden 
Zur Herstellung einer murA-spezifischen RNA-Sonde wurde das DIG RNA Labeling Kit 
(Roche) verwendet. Dazu wurde ein ca. 400 bp-Fragment des murA-Gens in einer PCR 
amplifiziert und mit Hilfe der T7-RNA-Polymerase in RNA umgeschrieben. Der 
Reaktionsansatz ist Tab. 11 zu entnehmen. Der Reaktionsansatz wurde gemischt, für 2 h bei 
37°C inkubiert und die Reaktion anschließend durch Zugabe von 0,8 µl 0,5 M EDTA (pH8,0) 
gestoppt. 
 
Tab. 11: Reaktionsansatz zur Herstellung einer RNA-Sonde 
Bestandteil Volumen 
PCR-Produkt 100-200 ng 
Labeling mix 5x 4 µl 
Transcription buffer 5x 4 µl 
T7-RNA-Polymerase 2 µl 
RNase-Inhibitor 1 µl 
DEPC-H2O (Roth) ad. 20 µl 
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2.4.5. Überprüfung der RNA-Sonde und Detektion des Northern Blots 
Zur Überprüfung der RNA-Sonde wurde eine Verdünnungsreihe des Ansatzes hergestellt und 
davon je 1 µl auf eine Nylon-Membran getropft. Zusätzlich wurde noch eine Positivkontrolle 
(Kontroll-DNA 1 pSPT18-Neo) für die Transkriptionsreaktion und Detektion und eine 
Negativkontrolle (DEPC-H2O, Roth) für die Detektion mitgeführt. Die RNA wurde durch 
crosslinking mittels zweiminütiger UV-Licht-Bestrahlung auf der Membran fixiert. Die 
Hybridisierung und Detektion der RNA-Sonde und des Northern Blots erfolgte unter 
Verwendung des DIG Wash and Block Buffer Sets (Roche), eines Anti-Digoxigenin-
Antikörpers, der mit einer Alkaline Phosphatase konjugiert ist (Roche), und dem CDP-Star-
Reagenz (Roche). Dabei wurden die Anweisungen des Herstellers befolgt. Die Signale 
wurden mit dem Chemilumineszenz-Imager (Chemi-Smart 3000, Vilber Lourmat) detektiert. 
 
2.5. Proteinbiochemische Methoden 
2.5.1. Expression rekombinanter Proteine in E. coli 
Zur Expression rekombinanter Proteine wurde eine E. coli-Übernachtkultur in 500 ml 
frischem LB-Medium, das Ampicillin enthält, bis zu einer OD600 von 0,05 verdünnt und bei 
37°C schüttelnd inkubiert. Nach Erreichen einer OD600 von 0,5 wurde 1 mM IPTG zur Kultur 
gegeben, um die Proteinsynthese zu induzieren. Nach 2 h Wachstum bei 37°C wurden die 
Zellen durch 45-minütige Zentrifugation bei 6370 x g und 4°C (Beckman J2-HS, Rotor JA10) 
geerntet und mit ZAP-Puffer gewaschen. Nach dem die Zellen in 12 ml ZAP-Puffer 
resuspendiert wurden, wurde PMSF zur Zellsuspension gegeben (Endkonzentration: 1 mM), 
PMSF dient als Serin-Protease-Inhibitor und verhindert die Degradation der Proteine (Turini 
et al., 1969). Die Zellen wurden für 3 x 30 s (Power output ~ 40%) mit Ultraschall behandelt 
und anschließend unter Verwendung des EmulsiFlex C3-Homogenisators (Avestin Europe 
GmbH) aufgeschlossen. Die Zelltrümmer wurden durch eine 5-minütige Zentrifugation bei 
4625 x g und eine anschließende Ultrazentrifugation (Beckman XL-70, Rotor 50Ti) für 30 
min bei 56.459 x g bei 4°C abgetrennt. 
Zur Aufreinigung von Strep-tag® Fusionsproteinen wurde 1 ml Strep-Tactin® Superflow (IBA 
GmbH) in Chromatographie-Säulen (Bio-Rad Laboratories GmbH) gegeben und mit 2 ml 
Puffer W äquilibriert. Der Zellextrakt wurde auf die Säule gegeben, wodurch das getaggte 
Protein an der Matrix gebunden wurde. Unspezifisch gebundene Proteine wurden durch 
Waschen mit 5 x 1 ml Puffer W entfernt. Das zu reinigende Protein wurde anschließend durch 
Zugabe von 6 x 500 µl Puffer E eluiert. Das Säulenmaterial wurde mit Hilfe von 3 x 5 ml 
Puffer R regeneriert. Die Elutionsfraktionen wurden bei -20°C gelagert. 
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ZAP-Puffer: Tris-HCl pH7,5 50 mM 
 NaCl 200 mM 
 
Puffer W: Tris-HCl pH8,0 100 mM 
 NaCl 150 mM 
 EDTA 1 mM 
 
Puffer E: Desthiobiotin 2,5 mM 
 Puffer W ad. 10 ml 
 
Puffer R: 2(4-Hydroxyphenylazo)Benzoesäure (HABA)  1 mM 
 Puffer W ad. 1 l 
 
2.5.2. Isolation zellulärer Proteine von L. monocytogenes 
Zur Isolation zellulärer Proteine wurden L. monocytogenes-Stämme in 50 ml BHI-Medium 
bis zu einer optischen Dichte von OD600=1 bei 37°C kultiviert. Die Zellen wurden mittels 5-
minütiger Zentrifugation bei 4625 x g und 4°C geerntet, mit ZAP-Puffer gewaschen und 
anschließend in 1 ml ZAP-Puffer resuspendiert. Die Zellsuspension wurde mit 10 µl PMSF 
(100 mM in Ethanol) versetzt. Die Zellen wurden mittels 10-minütigem Ultraschall (Power 
output ~ 40%) bei 4°C aufgeschlossen. Durch eine 1-minütige Zentrifugation bei 16.100 x g 
wurden die Zelltrümmer entfernt. Der Überstand wurde anschließend in ein neues Eppendorf-
Gefäß überführt und der Proteingehalt bestimmt. Die Proteinlösungen wurden anschließend 
bei -20°C gelagert. 
 
2.5.3. Fraktionierung von Proteinproben 
Zur Fraktionierung der zellulären Proteine in zytoplasmatische Proteinfraktion und 
Membranproteinfraktion wurde die Proteinprobe in Ultrazentrifugenröhrchen (Beckman) 
überführt. Die Zelllysate wurden für 30 min bei 56.459 x g bei 4°C in einer Ultrazentrifuge 
zentrifugiert (Beckman XL-70, Rotor 50Ti). Der Überstand, der die zytoplasmatischen 
Proteine enthält, wurde in ein neues Eppendorf-Gefäß überführt. Das entstandene Pellet, das 
der Membranfraktion entspricht, wurde in 100 µl ZAP-Puffer vorsichtig resuspendiert. 
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2.5.4. Proteinbestimmung nach Bradford 
Zur Bestimmung der Proteinkonzentration wurde die Roti®-Quant-Lösung 1:5 in H2Obidest 
verdünnt (= Bradford-Reagenz). 1 ml Bradford-Reagenz wurden mit 1-5 µl Proteinprobe gut 
gemischt und für 5 min inkubiert. Anschließend wurde die Absorption bei λ=595 nm gegen 
Bradford-Reagenz als Leerwert ermittelt. Die gesuchte Proteinkonzentration ergibt sich aus: 
 c[µg/µl] = A595(0,0536 ∗ x µl) 
 
2.5.5. Lineare SDS-PAGE (Laemmli, 1970) 
Die zu untersuchenden Proteinproben wurden 1:1 mit SDS-Probenpuffer gemischt und für 5 
min bei 95°C denaturiert. Zur Abschätzung des Molekulargewichts der aufgetrennten Proteine 
wurde PageRuler™ Prestained Protein Marker (Thermo Scientific) mit aufgetragen. Er 
beinhaltet 10 Proteine der Größe 170, 130, 100, 70, 55, 40, 35, 25, 15 und 10 kDa.  
Die Polyacrylamid-Gelelektrophorese wurde in einer Mini-PROTEAN®3-Kammer (Bio-Rad 
Laboratories GmbH) durchgeführt. Für die Separierung der Proteinproben wurden SDS-
Polyacrylamid-Gele (Laemmli, 1970) gegossen. Die Zusammensetzung des Trenn- und 
Sammelgels sind Tab. 12 und Tab. 13 zu entnehmen. Je nach Größe der aufzutrennenden 
Proteine wurden 10, 12,5 oder 15%-ige Gele eingesetzt. 
 
Tab. 12: Zusammensetzung des Trenngels 
Trenngel (2 Gele): 10% 12,5% 15% 
30% Acrylamid/Bisacrylamid 3,3 ml 4,2 ml 5 ml 
1,5 M Tris-HCl, pH8,8 2,5 ml 2,5 ml 2,5 ml 
H2Obidest 4 ml 3,1 ml 2,3 ml 
10% SDS 100 µl 100 µl 100 µl 
10% APS 100 µl 100 µl 100 µl 
TEMED 10 µl 10 µl 10 µl 
 
Das Gelgemisch wurde nach dem Mischen luftblasenfrei zwischen die beiden Glasplatten 
gegossen. Um eine ebene Linie zwischen Trenn- und Sammelgel zu erhalten, wurde das 
Trenngel mit 0,5 ml Wasser beschichtet. Nach dem das Trenngel polymerisiert ist, wurde das 
Wasser entfernt und das Sammelgel zur Aufnahme der Proben auf das Trenngel gegeben. 
Anschließend wurde zur Formung von Geltaschen ein Kamm eingesetzt. 
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Tab. 13: Zusammensetzung des Sammelgels 
Sammelgel (2 Gele): 4% 
30% Acrylamid/Bisacrylamid 530 µl 
0,5 M Tris-HCl, pH6,8 1 ml 
H2Obidest 2,4 ml 
10% SDS 40 µl 
10% APS 50 µl 
TEMED 4 µl 
 
Nachdem die Gele in die Mini-PROTEAN®3-Kammer überführt wurden, wurde der Geltank 
vollständig mit 1 x SDS-Lauf-Puffer befüllt. Die SDS-Gelelektrophorese wurde bei 150 V für 
60-90 min durchgeführt. 
 
4 x SDS-Probenpuffer: Tris-HCl pH6,8 200 mM 
 Glycerin 40% 
 SDS 8% 
 β-Mercaptoethanol 4% 
 Bromphenolblau 0,1% 
 
1 x SDS-Laufpuffer: Tris 25 mM 
 Glycin 0,192 M 
 SDS 1 g/l 
 
2.5.6. Blue Native PAGE 
NativePAGE Novex® 4-16% Bis-Tris-Gele (Invitrogen) wurden zur Bestimmung des 
Oligomerisierungszustands von GpsB verwendet. Dazu wurden 10 µg gereinigtes Protein 
eingesetzt. Als molekularer Größenmarker diente der NativeMark™ unstained protein 
standard (Novex). Die Durchführung der Gelelektrophorese erfolgte entsprechend der 
Herstellerangaben. 
 
2.5.7. Gelfärbung mit Coomassie 
Zur Visualisierung der Proteinbanden wurde das SDS-Polyacrylamidgel für 10 min in einer 
Fixierlösung inkubiert und die Banden anschließend über Nacht mit einer Coomassie-
Färbelösung angefärbt. Zur Entfärbung des Hintergrundes wurde das Gel mit Wasser 
inkubiert bis ein optimales Färbeergebnis erreicht wurde. 
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Fixierlösung: Methanol 45% 
 Essigsäure 15% 
 
Coomassie-Färbelösung: 5 x Roti®-Blue 20 ml 
 Methanol 20 ml 
 H2Obidest 60 ml 
 
2.5.8. Westernblot 
Der Transfer von Proteinen aus dem SDS-Polyacrylamidgel auf eine Immobilon®-PSQ 
Polyvinylidendifluorid-Membran (PVDF, Merck Millipore GmbH) erfolgte mit Hilfe einer 
Hoefer Semi-Dry-Blot-Apparatur. Das SDS-Polyacrylamidgel wurde nach der 
Gelelektrophorese 30 s in Transferpuffer äquilibriert. Währenddessen wurde die PVDF-
Membran auf Gelgröße zugeschnitten, kurz mit 100% Methanol inkubiert und anschließend 
mit Wasser gespült. Vier Lagen Whatman-Papier (Whatman™ Grade GB003; GE Healthcare) 
wurden ebenfalls auf Gelgröße zugeschnitten und in Transferpuffer getränkt. In der 
Blotapparatur (Hoefer) wurden drei Lagen Whatman-Papier, die Membran, das SDS-
Polyacrylamidgel und drei weitere Lagen Whatman-Papier luftblasenfrei übereinander gelegt. 
Der Elektrotransfer der Proteine erfolgte bei 50 mA (0,8 mA/cm²) für 1-2 h. 
 
Transferpuffer: Methanol 15% 
 1 x SDS-Laufpuffer ad. 1 l 
 
2.5.9. Proteinnachweis durch Immunodetektion 
Nach dem Transfer der Proteine wurde die PVDF-Membran über Nacht in Blocking-Lösung 
bei RT oder 4°C inkubiert. Die Inkubation mit dem polyklonalen Antikörper (AK) gegen das 
jeweilige Protein erfolgte für 2 h bei RT. Dafür wurden die verschiedenen Antikörper 
entsprechend ihrer Spezifität in Blocking-Lösung verdünnt eingesetzt (Tab. 14). Anschließend 
wurde die Membran dreimal für 10 min mit Blocking-Lösung gewaschen. Die Membran 
wurde danach mit dem jeweiligen sekundären Antikörper 30-90 min inkubiert, der 1:10.000 
verdünnt wurde. Vor der Detektion wurde die Membran zweimal für 10 min mit Blocking-
Lösung und einmal für 10 min mit 1 x PBS gewaschen. Die Membran wurde anschließend in 
eine Petrischale gelegt und mit 1 ml eines 50:50 Gemisches ECL-Substrat (enhanced 
chemiluminescence substrate, Thermo Scientific) benetzt. Die überschüssige Flüssigkeit 
wurde mit Hilfe eines Tuchs entfernt und die Membran luftblasenfrei zwischen eine Folie 
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gelegt. Die Detektion erfolgte im Chemilumineszenz-Imager (Chemi-Smart 3000, Vilber 
Lourmat) für 1 bis 20 min und die Auswertung erfolgte mit dem Programm Chemi-Capt 
(Vilber Lourmat). 
 
Tab. 14: Übersicht über die verwendeten polyklonalen Antikörper 
Bezeichnung Antikörper-Typ Antigen Verdünnung Hersteller 
Primärer Antikörper     
Anti-GpsB Kaninchen-IgG GpsB (L. monocytogenes) 1:1000 diese Arbeit 
Anti-DivIVA Kaninchen-IgG DivIVA (B. subtilis) 1:5000 (Marston et al., 
1998) 
Anti-GFP Kaninchen-IgG GFP 1:3500 Invitrogen 
Anti-MurAA  Kaninchen-IgG MurAA (B. subtilis) 1:5000 (Kock et al., 
2004) 
Sekundärer Antikörper     
Anti-Kaninchen-IgG Anti-Ziege-IgG Kaninchen-IgG 1:10.000 Sigma 
Anti-Maus-IgG Anti-Ziege-IgG Maus-IgG 1:10.000 Sigma 
 
1 x PBS: NaCl 8 g 
 KCl 0,2 g 
 KH2PO4 0,2 g 
 Na2HPO4 1,145 g 
 H2Obidest ad. 1 l 
 
Blocking-Lösung: Magermilch  2,5% 
 Tween 20 0,1% 
 1 x PBS ad. 1 l 
 
2.5.10. PBP-Fluoreszenzgel 
Zur Untersuchung der Expression der Penicillin-bindenden Proteine in L. monocytogenes 
wurde ein Fluoreszenz-markiertes Penicillin (Bocillin™ FL Penicillin, Molecular Probes) 
eingesetzt, das von den PBPs gebunden wird (Zhao et al., 1999). Dazu wurden 
Membranfraktionen wie in 2.5.3. beschrieben isoliert. 10 µg Protein wurden mit 3 µM 
Bocillin™ FL Penicillin für 20 min bei 37°C inkubiert. Durch Zugabe von SDS-Probenpuffer 
wurde die Reaktion gestoppt. Nach 5-minütiger Inkubation bei 65°C wurden die Proben in 
einem SDS-Gel, dessen Zusammensetzung in Tab. 15 beschrieben ist, aufgetrennt. Die 
Material und Methoden 
53 
Visualisierung der Fluoreszenzsignale erfolgte mit dem Fujifilm FLA 2000 bei 473 nm 
(Laser: 473 nm; Filter: Y520). 
 
Tab. 15: Zusammensetzung des Trenngels  
Trenngel (2 Gele): 8% 
Acrylamid 2,6 ml 
Bisacrylamid 335 µl 
1,5 M Tris-HCl, pH8,8 2,6 ml 
H2Obidest 4,25 ml 
10% SDS 100 µl 
10% APS 100 µl 
TEMED 10 µl 
 
Die Zusammensetzung des Sammelgels ist in Tab. 13 beschrieben. 
 
2.6. Das Bacterial Two-Hybrid-System (B2H-System) 
Das B2H-System ermöglicht ein in vivo Screening für funktionelle Interaktionen zwischen 
zwei Proteinen. Dazu werden die beiden zu untersuchenden Proteine mit zwei 
komplementären Fragmenten, T25 und T18, die die katalytische Domäne der Bordetella 
pertussis Adenylatcyclase entsprechen, fusioniert und in einen E. coli cya Stamm (BTH101) 
transformiert. Bei vorliegender Interaktion beider Proteine wird die Adenylatcyclase wieder 
hergestellt und die cAMP-Synthese erfolgt. Dies wiederum führt zur transkriptionellen 
Aktivierung des lacZ-Gens und resultiert in einer Blaufärbung der Kolonien (Karimova et al., 
1998, Ladant und Ullmann, 1999). Zur Durchführung des B2H-Assays wurden chemisch 
kompetente BTH101-Zellen hergestellt. In einer 96-well-Platte wurde je 1 µl der T18-
Plasmide in die waagerechten Reihen und je 1 µl der T25-Plasmide in die senkrechten Reihen 
gegeben und mit 10 µl kompetenten Zellen vermischt. Die Transformation erfolgte wie in 
2.3.5.1. beschrieben. Nach Zugabe von 90 µl LB-Medium wurden die Zellen bei 30°C für 2 h 
inkubiert. Anschließend wurden je 6 µl des Transformationsansatzes auf B2H-Agarplatten 
getropft. Die Platten wurden nach 1-2-tägiger Inkubation bei 30°C fotografiert. Blaue 
Kolonien weisen hierbei auf eine Protein-Protein-Interaktion hin, wohingegen bei weißen 
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B2H-Agarplatten: LB-Agar mit 
 IPTG 0,1 mM 
 X-Gal 50 µg/ml 
 Kanamycin 25 µg/ml 
 Ampicillin 100 µg/ml 
 
2.7. Methoden zur phänotypischen Charakterisierung 
2.7.1. Wachstumskurven 
Zur Bestimmung des Wachstumsverhalten verschiedener Listeria-Stämme wurde eine BHI-
Kultur aus einer Vorkultur auf eine OD600=0,05 angeimpft und bei 30°C, 37°C oder 42°C 
inkubiert. Das Medium wurde gegebenenfalls mit 1 mM IPTG versetzt. Konditionelle 
Deletionsmutanten, die ohne Zugabe von IPTG in der Vorkultur nicht wachsen können, 
wurden vor Verwendung für die Hauptkultur mit BHI gewaschen. Das Wachstum wurde 
anschließend durch stündliche Messung der optischen Dichte (OD600) verfolgt. 
 
2.7.2. Autolyse-Assay 
Zur Untersuchung der Autolyse der Zellen wurde eine BHI-Kultur (10-20 ml) auf eine OD600 
von 0,05 aus einer Vorkultur angeimpft und wenn nötig mit IPTG versetzt. Die Zellen wurden 
bei 37°C bis zu einer OD600 von 0,6-0,8 inkubiert und durch Zentrifugation (5 min 4629 x g 
bei RT) geerntet. Anschließend wurden die Zellen in 50 mM Tris-HCl (pH 8,0) 
aufgenommen. Gegebenenfalls wurde die optische Dichte der einzelnen Stämme einander 
angepasst. Nach Zugabe von 25 µg/ml Penicillin G bzw. 2,5 µg/ml Lysozym wurde die 
optische Dichte alle 30 min (Penicillin G) bzw. alle 15 min (Lysozym) gemessen. 
 
2.7.3. Antibiotika-Suszeptibilitäts-Test 
Zur Bestimmung der Antibiotika-Suszeptibilität wurden folgende Teststreifen der Firma 
bestbion dx verwendet: Amoxicillin (0,016-256 µg/ml), Ampicillin (0,016-256 µg/ml), 
Gentamycin (0,016-256 µg/ml), Meropenem (0,002-32 µg/ml), Penicillin (0,016-256 µg/ml) 
und Vancomycin (0,016-256 µg/ml). Die Teststreifen wurden vor Benutzung etwa eine 
Stunde bei Raumtemperatur gelagert. 4-5 isolierte und morphologisch ähnliche Kolonien 
wurden mit einer Impföse abgenommen und in 5 ml BHI-Medium resuspendiert. 
Anschließend wurde ein steriler Tupfer in die Suspension getaucht und gegen die 
Röhrchenwand gedrückt, um überschüssige Flüssigkeit zu entfernen. Mit dem Tupfer wurde 
dann eine Agarplatte gleichmäßig ausgestrichen. Nach dem die Oberfläche der Agarplatte 
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getrocknet war, wurde der Streifen mit der Skala nach oben auf die Agaroberfläche gelegt und 
mit einer Pinzette angedrückt. Die Platten wurden anschließend umgedreht und über Nacht 
bei 37°C bebrütet. Zur Bestimmung der Fosfomycinresistenz wurde eine Fosfomycin-Lösung 
(20 mg/ml) auf Whatman Filter discs (GE Healthcare) pipettiert, die anschließend auf die 
beimpfte Agaroberfläche gelegt wurden. Die Platten wurden wie oben beschrieben inkubiert. 
 
2.7.4. Licht- und Fluoreszenzmikroskopie 
Zur mikroskopischen Analyse von Bakterienstämmen wurden 0,5 µl einer exponentiell 
wachsenden Bakterienkultur auf einen Objektträger getropft, der mit einem Agarosefilm 
(1,5% Agarose in H2O) beschichtet wurde. Die Proben wurden getrocknet, mit einem 
Deckglas abgedeckt und anschließend im Phasenkontrastmodus des Fluoreszenzmikroskops 
untersucht. Zur Färbung der Zellmembran wurden exponentielle Bakterienkulturen mit 1 µl 
Nilrot-Lösung (100 mg/ml in DMSO) versetzt, für 10 min bei 37°C schüttelnd inkubiert und 
auf den Objektträger gegeben. Zur Detektion der Penicillin-bindenden Proteine wurden 
Bakterienzellen mit 0,5 µl Bocillin™ FL Penicillin (1 mg/ml, Molecular Probes) für 20 min 
bei 37°C inkubiert, mit BHI gewaschen und anschließend mikroskopisch analysiert. Zur 
Visualisierung der naszierenden Zellwandsynthese wurden 3 µl Van-FL (100 µg/ml, 
Molecular Probes) zu den Zellen gegeben und wie für Bocillin™ FL Penicillin beschrieben 
behandelt. Die Bilder wurden mit dem Nikon Eclipse Ti-Mikroskop aufgenommen, dass an 
eine Nikon DS-MBWc CCD Kamera gekoppelt ist. Die Aufnahme und Verarbeitung der 
Bilder erfolgte mit Hilfe der Software NIS-Elements AR (Nikon) oder ImageJ. Zur 
Bestimmung der Zelllänge wurden 300 Zellen mit Hilfe der Software NIS-Elements AR und 
dem darin vorhandenen Längenmesstools gemessen. 
 
2.7.5. Probenvorbereitung für Transmissions- und Rasterelektronenmikroskopie 
Zur Durchführung der Transmissions- (TEM) und Rasterelektronenmikroskopie (REM) durch 
die Kooperationspartner Lars Möller, Gudrun Holland und Petra Kaiser wurden die 
ausgewählten Stämme bis zur mittleren logarithmischen Wachstumsphase bei 37°C in BHI-
Medium angezogen. Nach zweiminütiger Zentrifugation bei 4629 x g wurde das Zellpellet in 
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Fixativ: HEPES, pH7,4 0,05 M 
 Paraformaldehyd 1% 
 Glutaraldehyd 2,5% 
 
2.8. Infektionsexperimente 
2.8.1. Bestimmung der Invasionsrate und der intrazellulären Replikation in HeLa-Zellen 
Zur Bestimmung der Invasionsrate von Listeria-Stämmen, wurden 105 HeLa-Zellen in eine 
24-Well-Kulturschale ausgesät und in 1 ml DMEM-Medium (Lonza), das mit 10% fetalem 
Kälberserum (FCS) versetzt wurde, bei 37°C und 5% CO2 für einen Tag kultiviert. Wenn es 
für die Infektionsexperimente notwendig war, wurden die HeLa-Zellen zusätzlich mit 1 mM 
IPTG inkubiert, um die Anwesenheit von IPTG in den HeLa-Zellen während der gesamten 
Infektion zu gewährleisten. Die L. monocytogenes Stämme wurden über Nacht bei 37°C in 
BHI, wenn nötig unter Zugabe von 1 mM IPTG, angezogen. Bei der Untersuchung der 
Invasionsrate wurde mit logarithmisch wachsenden Bakterienkulturen gearbeitet. Daher 
wurden die Stämme in frischem BHI verdünnt und bis zu einer OD600 von 0,4 bei 37°C 
inkubiert. Für die Infektion wurde anschließend das Inokulum auf OD600=0,2 eingestellt und 
1:100 in frischem DMEM (ohne FCS) verdünnt. Nachdem das Zellkulturmedium der HeLa-
Zellen vorsichtig entfernt wurde, wurden die Zellen mit 1 x PBS gewaschen und anschließend 
mit 1 ml des Inokulums bedeckt. Nach 5-minütiger Zentrifugation bei 800 rpm (Heraeus 
Labofuge 400, Rotor 8177) erfolgte die Invasion der Bakterien in die HeLa-Zellen während 
einer einstündigen Inkubation bei 37°C und 5% CO2. Danach wurden die Zellen dreimal mit 
PBS gewaschen, die extrazellulären Bakterien wurden infolge einer einstündigen Inkubation 
in DMEM (ohne FCS), das 40 µg/ml Gentamycin enthielt, getötet. Zur Probenentnahme 
wurde das Zellkulturmedium entfernt und die Zellen durch Inkubation mit eiskaltem 
Lysepuffer lysiert. Anschließend wurde eine adäquate Verdünnungsreihe auf BHI-Agarplatten 
ausplattiert und die gewachsenen Kolonien am nächsten Tag ausgezählt. 
Für die Bestimmung der intrazellulären Replikation wurde eine Übernachtkultur der Listeria-
Stämme zur Infektion eingesetzt, die wie oben beschrieben verdünnt wurden. Nach dem 
Abtöten der extrazellulären Bakterien durch Gentamycin wurden die Zellen mit frischem 
DMEM (ohne FCS) überschichtet, das 10 µg/ml Gentamycin enthielt und Proben zur 
Messung der intrazellulären Bakterienzahl wurden nach 2, 4 und 6 h Inkubation bei 37°C wie 
beschrieben entnommen und ausplattiert. 
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DMEM: Glucose 4,5 g/l 
 Natriumpyruvat 110 mg/l 
 L-Glutamat 584 mg/l 
 
Lysepuffer: Triton X-100 0,1% 
 1 x PBS (steril) ad. 50 ml 
 
2.8.2. Bestimmung der intrazellulären Replikation in J774.A1-Mausmakrophagen 
Zur Untersuchung des intrazellulären Wachstums der Listeria-Stämme in Makrophagen 
wurden J774.A1-Mausmakrophagen (ATCC® TIB-67™) verwendet. Ein Tag vor der 
Infektion wurden 3 x 105 Makrophagen in eine 24-Well-Kulturschale ausgesät, welche 1 ml 
DMEM-Medium und 10% FCS enthielt, und bei 37°C und 5% CO2 inkubiert. Die Listeria-
Stämme wurden über Nacht bei 37°C angezogen, am nächsten Morgen mit frischem BHI-
Medium auf eine OD600=0,2 eingestellt und anschließend 1:100 in DMEM (ohne FCS) 
verdünnt. Die Infektion, die Gentamycinbehandlung und die Zellernte erfolgten wie bereits 
für HeLa-Zellen beschrieben. Da J774.A1-Mausmakrophagen eine verringerte Adhärenz zu 
den Zellkulturschalen aufweisen, wurde lediglich einmal mit PBS nach Infektion und 
Gentamycinbehandlung gewaschen. 
 
2.8.2. Plaque-Formation-Assay zur Bestimmung der Ausbreitung von Zelle zu Zelle 
Die embryonalen Maus-Fibroblasten-Zelllinie 3T3 L1 wurde eingesetzt, um die Zell-zu-Zell-
Ausbreitung von L. monocytogenes zu untersuchen. Der hierzu verwendete Plaque-
Formation-Assay wurde nach Marquis durchgeführt (Marquis, 2006). Zwei Tage vor der 
Infektion wurden 4 x 106 Zellen in eine 6-Well-Kulturschale ausgesät, mit 3 ml DMEM + 
10% FCS versetzt und bei 37°C und 5% CO2 inkubiert. Die Listeria-Stämme wurden über 
Nacht bei 37°C kultiviert und anschließend in frischem BHI bis auf eine OD600=0,05 
verdünnt. Da für das Plaque-Formation-Assay mit logarithmisch wachsenden Bakterien 
gearbeitet wurde, wurden sie bis zu einer OD600=0,4 bei 37°C inkubiert, auf eine OD600=0,2 
verdünnt und 1:100 in DMEM (ohne FCS) verdünnt. Die 3T3-Zellen wurden vor der 
Infektion dreimal mit PBS gewaschen und mit 2 ml frischem DMEM (ohne FCS) 
überschichtet. Die Zellen wurden dann mit 10, 4 und 1 µl pro Well des Inokulums der 
jeweiligen Stämme beimpft und für 1 h bei 37°C und 5% CO2 inkubiert. Nach dreimaligem 
Waschen mit PBS wurden 2 ml Overlay A auf die Zellen aufgetragen. Nach 3 Tagen wurden 
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2 ml Overlay B auf die Zellen gegeben. Nach ca. 6-stündiger Inkubation bei 37°C und 5% 
CO2 konnten die Plaques fotografiert werden. 
 
Overlay A: 2 x DMEM 13,5 ml 
 FCS 1,5 ml 
 50 mg/ml Gentamycin 6 µl 
 0,7% low melting point (LMP) Agarose 15 ml 
 
Overlay B: 2 x DMEM 13,5 ml 
 FCS 1,5 ml 
 50 mg/ml Gentamycin 9 µl 
 0,7% low melting point (LMP) Agarose 15 ml 
 1 N NaOH 175 µl 






3.1. Biochemische Charakterisierung von GpsB 
3.1.1. Aufreinigung von GpsB 
Das Gen lmo1888 aus L. monocytogenes codiert für GpsB (LmGpsB), dessen Proteinsequenz 
eine Identität von 58% zu GpsB von B. subtilis (BsGpsB), 58% zu GpsB von S. pneumoniae 
und 44% zu GpsB von S. aureus hat. Die N-terminale Domäne (AS1-69) von GpsB weist eine 
hohe Konservierung zwischen den einzelnen Spezies auf, während die Linker-Region (AS70-
89) weniger konserviert ist (Abb. 5A). Diese Linker-Region ist spezifisch für GpsB-Proteine 
und in DivIVA-Proteinen nicht vorhanden. Der C-Terminus von GpsB ist in den Firmicutes 
ebenfalls stark konserviert, jedoch deutlich kürzer als die C-terminale Region von DivIVA 
(Abb. 5A). 
Zur Herstellung eines GpsB-spezifischen polyklonalen Antikörpers wurde GpsB als Strep-
tag-Fusionsprotein aufgereinigt. Dazu wurde gpsB-strep im E. coli-Stamm BL21 
überexprimiert. Nach Aufschluss der Zellen mit Hilfe des EmulsiFlex C3-Homogenisators 
(Avestin Europe GmbH) wurde GpsB-Strep wie im Material- und Methodenteil beschrieben 
aufgereinigt. Zur Überprüfung der Aufreinigung wurden jeweils 5 µl des Zelllysates und des 
Durchflusses und je 10 µl der ersten und der letzten Waschfraktion sowie der 
Elutionsfraktionen in einer SDS-PAGE aufgetragen und analysiert. GpsB-Strep konnte 
demnach erfolgreich aufgereinigt werden, allerdings sind einige andere Proteine ebenfalls in 
den Elutionsfraktionen enthalten (Abb. 5B). Aus einer 500 ml LB-Kultur konnten ca. 6 mg 
GpsB-Strep gewonnen werden. Zur Herstellung des GpsB-spezifischen Antikörpers wurden 
400 µg des aufgereinigten GpsB-Strep-Fusionsproteins zur Firma BJ Diagnostik geschickt. 
Der Antikörper wurde in Kaninchen nach einem 3-Monatsprotokoll produziert. Das erhaltene 
Antiserum wurde in einem Westernblot auf seine Spezifität überprüft (Daten nicht gezeigt). 
 
3.1.2. Oligomerisierung von GpsB 
In Blue-Native PAGE-Gelen wies GpsB-Strep ein Molekulargewicht von ca. 64±3 kDa auf. 
Das Monomer besitzt eine Größe von 14 kDa (Abb. 5C). Daher ist davon auszugehen, dass 
das beobachtete GpsB-Oligomer entweder etwas zu hoch läuft und einem Tetramer entspricht, 
oder etwas zu niedrig läuft und einem Penta- oder Hexamer entspricht. Eine um die C-
terminale Domäne verkürzte GpsB-Variante (GpsBΔCTD-Strep) besitzt ein 
Molekulargewicht von 11 kDa und läuft im SDS-Gel auf der erwarteten Höhe (Abb. 5C). Im 
BN-PAGE-Gel konnte für GpsBΔCTD-Strep eine Größe von ca. 27±3 kDa bestimmt werden, 
was einem Dimer entsprechen könnte (Abb. 5D). Durch Größenausschluss-Chromatographie 
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gekoppelt mit multi-angle laser light scattering (SEC-MALLS) konnten die 
Kooperationspartner Prof. Dr. Richard J. Lewis und Dr. Robert M. Cleverley (Newcastle 
University) zeigen, dass BsGpsB in Lösung ein Hexamer bildet (Rismondo et al., 2015a). Die 
N-terminalen Domänen von BsGpsB, BsGpsB1-68, bilden ein Dimer, wohingegen die C-
terminalen Domäne von BsGpsB, BsGpsB69-98, als Trimer vorliegt (Rismondo et al., 2015a). 
Diese Ergebnisse decken sich mit den hier beobachteten Molekulargewichten von GpsB-Strep 
und GpsBΔCTD-Strep, die auf Grundlage der BN-PAGE berechnet wurden. 
 
Abb. 5: Oligomerisierung von GpsB aus L. monocytogenes 
(A) Sequenzalignement von GpsB aus verschiedenen Organismen. Sequenzübereinstimmungen sind durch 
schwarze Boxen visualisiert, Sequenzähnlichkeiten durch graue. Die Nummerierung der Aminosäuren erfolgte 
entsprechend zu L. monocytogenes (Lmo) GpsB. Abkürzungen: Bsu – Bacillus subtilis, Sau – Staphylococcus 
aureus, Sep – Staphylococcus epidermidis, Oih – Oceanobacillus ihyensis, Lin – Listeria innocua, Lwe – Listeria 
welshimeri, Bli – Bacillus licheniformis, Ban – Bacillus anthracis, Bth – Bacillus thuringiensis, Bce – Bacillus 
cereus, Bha – Bacillus halodurans, Gkl – Geobacillus kaustophilus, Lca – Lactobacillus casei, Efa – 
Enterococcus faecalis, Lpl – Lactobacillus plantarum, Spn, Streptococcus pneumoniae, Sth – Streptococcus 
thermophilus, Spy – Streptococcus pyogenes, Smu – Streptococcus mutans. (B) Waschfraktionen (WF) und 
Elutionsfraktionen (EF) der affinitätschromatographischen Aufreinigung von GpsB-Strep wurden in einem SDS-
PAGE-Gel (4-20% Acrylamid) aufgetrennt. Zusätzlich wurde eine Probe des Zelllysates und des Durchflusses 
aufgetragen. (C) SDS-PAGE-Gel (15% Acrylamid) mit aufgereinigtem GpsB-Strep und GpsBΔCTD-Strep. (D) 
Blue-Native PAGE Gel (4-16% Acrylamid) mit aufgereinigtem GpsB-Strep und GpsBΔCTD-Strep. 
 











































































3.1.3. Lokalisierung von GpsB 
Um die subzelluläre Lokalisation von GpsB zu bestimmen, wurden zytoplasmatische Proteine 
von der Membranproteinfraktion getrennt und im Westernblot auf Anwesenheit von GpsB 
getestet. Zu Vergleichszwecken wurde die DivIVA-Menge in den gleichen Fraktionen in 
einem parallelen Westernblot bestimmt. Dieses Experiment ergab, das GpsB, wie auch 
DivIVA, hauptsächlich in der Membranfraktion zu finden ist und nur zu geringen Teilen in 
der zytoplasmatischen Fraktion detektiert wird. Zur Überprüfung der verwendeten 
Separationsmethode wurden Extrakte des GFP-exprimierenden Stammes LMS10 mitgeführt, 
da GFP ein zytoplasmatisches Protein ist (Abb. 6A). Es zeigte sich, dass GFP ausschließlich 
in der zytoplasmatischen Proteinfraktion nachweisbar war. Folglich ist GpsB ein sich in der 
Membranfraktion anreicherndes Protein. 
Für BsDivIVA konnte gezeigt werden, dass die Aminosäure F17 für die Insertion in die 
Membran verantwortlich ist und R18 zur Stabilisierung dieser Insertion dient (Oliva et al., 
2010). In LmGpsB sind die entsprechenden Aminosäuren L24 und R25. Um den Einfluss 
dieser Aminosäureseitenketten auf die Membranbindung zu testen, wurden die Stämme 
LMJR68 (gpsBL24A) und LMJR4 (gpsBR25A) dem gleichen Separationsprotokoll 
unterworfen. Beide Proteine konnten nur in der zytoplasmatischen Fraktion nachgewiesen 
werden. Die Mutation dieser Aminosäuren zu Alanin verhinderte demnach die Insertion von 
GpsB in die Membran (Abb. 6B). Beide Aminosäuren scheinen daher auch in LmGpsB für die 
Insertion in die Zellmembran verantwortlich zu sein. 
 
Abb. 6: Subzelluläre Lokalisation von L. monocytogenes GpsB 
(A) Westernblot-Analyse von Zytoplasma- und Membranproteinfraktionen zur Bestimmung der subzellulären 
Lokalisation von GpsB. Der L. monocytogenes Wildtypstamm EGD-e wurde in BHI-Medium bei 37°C bis zu 
einer OD600=1 angezogen und lösliche Proteine von Membranproteinen, wie im Material- und Methodenteil 
beschrieben, getrennt. Die Fraktionen wurden anschließend in Westernblots unter Verwendung von Antikörpern, 
die GpsB (oben) und DivIVA (Mitte) erkennen, getestet. Das vom Stamm LMS10 konstitutiv exprimierte GFP 
diente als Markerprotein für die lösliche zytoplasmatische Proteinfraktion und wurde mit Hilfe eines GFP-
spezifischen Antikörpers detektiert (unten). T – zellulärer Proteinextrakt, Z – Zytoplasmaproteinfraktion, M – 
Membranproteinfraktion. (B) Einfluss der L24A und R25A Mutation auf die Membranassoziation von GpsB. 
Zytoplasma- und Membranfraktionen der Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR68 (gpsBL24A) und 















3.2. Generierung und Charakterisierung einer ΔgpsB-Deletionsmutante 
3.2.1. Wachstumsdefekt einer L. monocytogenes ΔgpsB-Mutante 
Zur Deletion des gpsB-Gens von L. monocytogenes wurde das pMAD-Deletionssystem 
verwendet (Arnaud et al., 2004). Mehrere Versuche, gpsB im Wildtyp-Hintergrund mit Hilfe 
des gpsB-Deletionsplasmids pSH246 zu deletieren, scheiterten, wodurch die Vermutung 
entstand, dass es sich bei gpsB um ein essenzielles Gen handeln könnte. Um diese Vermutung 
zu testen, wurde eine konditionale gpsB-Mutante hergestellt. Dazu wurde gpsB in das Plasmid 
pIMK3 kloniert, das einen IPTG-induzierbaren Promotor (Phelp) besitzt und in die attB 
tRNAArg-Region des Wildtypstammes EGD-e integriert. In diesem Stamm gelang 
anschließend die Deletion des gpsB-Gens mit Hilfe des pSH246-Plasmids in Anwesenheit von 
IPTG. In Wachstumsexperimenten stellte sich heraus, dass der resultierende Stamm LMS56 
(IgpsB – I steht für IPTG-induzierbar) in Abwesenheit von IPTG bei 37°C einen 
Wachstumsdefekt aufweist und bei 42°C nicht wachsen konnte (Abb. 7B-C). Beim pMAD-
Deletionssystem werden jedoch mehrere Kultivierungen bei 42°C durchgeführt, um die 
Replikation des pMAD-Plasmids zu unterdrücken, was möglicherweise der Grund für das 
Scheitern der Deletion des gpsB-Gens im Wildtypstamm ist. Daher wurde versucht, gpsB im 
Wildtypstamm mit 37°C als nicht-permissiver Temperatur zur Unterdrückung der pSH246-
Replikation zu deletieren. Bei dieser Temperatur konnte wie erwartet eine ∆gpsB-
Deletionsmutante generiert werden. Wachstumskurven zeigten, dass die Deletion von gpsB 
bei 30°C keinen Einfluss auf das Wachstum hat (Abb. 7A). Die ΔgpsB-Mutante und der 
IPTG-induzierbare Stamm LMS56 wiesen jedoch in Abwesenheit von IPTG einen 
Wachstumsdefekt bei 37°C auf (Abb. 7B). Bei 42°C hingegen ist die Abwesenheit von GpsB 
letal (Abb. 7C). Zur Überprüfung der GpsB-Synthese in den Stämmen EGD-e (wt), LMJR19 
(ΔgpsB) und LMS56 (IgpsB) wurde ein Westernblot mit einem GpsB-spezifischen Antikörper 
durchgeführt (Abb. 7D). Die Abwesenheit von GpsB im Stamm LMJR19 und die IPTG-
abhängige Expression von gpsB im Stamm LMS56 konnte dadurch bestätigt werden. Die 
GpsB-Proteinlevel des Stammes EGD-e und der konditionalen Mutante LMS56 in 
Anwesenheit von IPTG sind miteinander vergleichbar (Abb. 7D). Das zeigt, dass die 
Wachstumsdefekte der Stämme LMJR19 (ΔgpsB) und LMS56 (IgpsB) bei 37°C und 42°C auf 





Abb. 7: Wachstumsdefekte von L. monocytogenes gpsB-Mutanten 
(A-C) Wachstumsdefekte der L. monocytogenes ΔgpsB-Mutante und einer IPTG-induzierbaren gpsB-Mutante. 
Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB) und LMS56 (IPTG-abhängige gpsB-Expression) wurden in BHI-
Medium ± 1 mM IPTG bei 30°C (A), 37°C (B) oder 42°C (C) angezogen und die optische Dichte (λ=600 nm) 
stündlich bestimmt. (D) Westernblot zum Nachweis der Abwesenheit von GpsB in den gpsB-Mutanten. Die 
Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB) und LMS56 wurden in BHI-Medium ± 1 mM IPTG kultiviert, zelluläre 
Proteinextrakte isoliert und im Westernblot unter Verwendung eines GpsB-spezifischen polyklonalen 
Antikörpers analysiert. GpsB-Strep wurde hierbei als Kontrolle mitgeführt. Dabei ist zu beachten, dass das 
Fusionsprotein aufgrund des Strep-tags ein Molekulargewicht von 14 kDa und das ungetaggte GpsB-Protein eins 
von 11 kDa hat. 
 
3.2.2. Die Deletion von gpsB beeinflusst die Autolyse und die Penicillinresistenz 
Bei Betrachtung der ΔgpsB-Mutante im Lichtmikroskop waren Zellen zu erkennen, die 
durchsichtig erscheinen, da sie vermutlich lysiert sind (Pfeile, Abb. 8A). Der Wildtypstamm 
EGD-e wies hingegen keine lysierten Zellen auf. In den Rasterelektronenmikroskopie-
Aufnahmen, die durch Dr. Michael Laue und Gudrun Holland (ZBS4, RKI Berlin) erstellt 
wurden, wird zudem deutlich, dass die Zelllänge bei der ΔgpsB-Mutante inhomogen ist und 
Zellen vorhanden sind, die länger sind als Wildtyp-Zellen (Abb. 8B), was auf einen 




















































Abb. 8: Morphologische Charakterisierung der 
L. monocytogenes ΔgpsB-Mutante 
(A) Phasenkontrastaufnahmen der L. 
monocytogenes-Stämme EGD-e (wt) und LMJR19 
(ΔgpsB). Die Stämme wurden dazu in BHI-
Medium bei 37°C bis zur mittleren logarithmischen 
Wachstumsphase inkubiert und anschließend 
mikroskopiert. Der Maßstabsbalken entspricht 
5 µm. (B) Rasterelektronenmikroskopie-
Aufnahmen der in (A) beschrieben Stämme, die bei 
den gleichen Bedingungen kultiviert wurden. Der 
Maßstabsbalken entspricht 2 µm. Die Aufnahmen 
wurden bereitgestellt von Dr. Michael Laue und 
Gudrun Holland (Rismondo et al., 2015a). 
 
 
Da eine erhöhte Autolyse eine Schwächung der Zellwand vermuten lässt, wurde die 
Penicillinresistenz der gpsB-Mutanten mit Hilfe von E-Tests bestimmt. Hierbei wurde 
deutlich, dass sowohl der Stamm LMJR19 (ΔgpsB) als auch Stamm LMS56 (IgpsB) in 
Abwesenheit von IPTG eine ca. 4-fach verringerte Penicillinresistenz aufweisen (Abb. 9A). 
Um zwischen einer bakteriolytischen und einer lediglich bakteriostatischen Penicillin-
Wirkung unterscheiden zu können, wurde ein Autolyse-Assay in Flüssigmedium 
durchgeführt. Dabei wird die Abnahme der optischen Dichte nach Zugabe von Penicillin 
bestimmt. Es konnte gezeigt werden, dass beide Stämme nach Wachstum in BHI-Medium 
ohne IPTG auch in Flüssigmedium eine geringere Resistenz gegen Penicillin aufweisen und 
es daher zu einer schnelleren Abnahme der optischen Dichte aufgrund von Lyse kommt (Abb. 
9B). Um den Einfluss des Penicillins und den Beitrag spontaner Autolyse zu diesem Effekt 
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voneinander abzugrenzen, wurde ein Autolyse-Assay mit und ohne Zugabe von Penicillin 
durchgeführt. Die Lyse der ΔgpsB-Zellen konnte durch Zugabe von Penicillin im Vergleich 
zur Abwesenheit von Penicillin um das Zweifache gesteigert werden (Abb. 9C). Das zeigt, 
dass Penicillin auf Zellen der ΔgpsB-Mutante im Gegensatz zu Wildtyp-Zellen bakteriolytisch 




Abb. 9: Die Deletion von gpsB beeinflusst die 
Penicillinresistenz 
(A) Penicillin-Sensitivität der L. monocytogenes gpsB-
Mutanten. Zur Bestimmung der Penicillinresistenz 
wurden die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB) 
und LMS56 (IgpsB) auf BHI-Agarplatten 
ausgestrichen und ein Penicillin G MIC-Teststreifen 
(0,016-256 µg/ml, Bestbiondx, Deutschland) auf die 
Agar-Oberfläche gelegt. Nach einer 24-stündigen 
Bebrütung bei 37°C konnte die Penicillinresistenz 
anhand des entstandenen Hemmhofes abgelesen 
werden. Die Minimale Hemmkonzentration (MHK) ist 
jeweils angegeben. (B-C) Autolyse-Assays der L. 
monocytogenes gpsB-Mutanten. Die Stämme aus (A) 
wurden in BHI-Medium ± IPTG bei 37°C bis zu einer 
OD600≈0,8 angezogen. Nach Zentrifugation wurde das 
entstandene Zellpellet in 50 mM Tris-HCl-Puffer 
pH8,0 resuspendiert und 25 µg/ml Penicillin 
zugegeben. In (C) wurde die Autolyse im Tris-HCl-
Puffer ohne Zugabe von Penicillin mit der Inkubation 
in Gegenwart von Penicillin verglichen. Die Abnahme 
der optischen Dichte (λ=600 nm) wurde über die Zeit 
photometrisch bestimmt. Mittelwerte und 
Standardabweichung ergeben sich aus den Werten von 
























































3.3. High-molecular-weight Penicillin-bindende Proteine (HMW PBPs) von L. 
monocytogenes 
Die Peptidoglykanbiosynthese wird durch Penicillin-bindende Proteine realisiert, die für die 
Transglykosylierung und Transpeptidierung des Peptidoglykans verantwortlich sind. Die 
HMW PBPs von L. monocytogenes sind bislang kaum untersucht. Zur Behandlung der 
Listeriose kommen meist β-Laktame wie Ampicillin oder Amoxicillin, in einigen Fällen auch 
in Kombination mit Gentamycin, zum Einsatz (Allerberger und Wagner, 2010). Angriffspunkt 
dieser Antibiotikaklasse sind Penicillin-bindende Proteine (Nakagawa et al., 1979, Zapun et 
al., 2008a, Rismondo et al., 2015b). L. monocytogenes besitzt 5 HMW PBPs, zwei bi-
funktionale mit Transpeptidase- und Transglykosylase-Aktivität und drei mono-funktionale 
mit Transpeptidase-Aktivität. Der Aufbau der HMW PBPs und die Bezeichnung in L. 
monocytogenes und der B. subtilis-Homologe sind in Abb. 10A dargestellt. 
 
3.3.1. Subzelluläre Lokalisierung der HMW PBPs 
Zum besseren Verständnis der Rolle der einzelnen HMW PBPs wurde deren subzelluläre 
Lokalisation bestimmt. Dazu wurde das gfp-Gen mit den N-Termini der einzelnen HMW 
PBPs fusioniert und als ektopische Kopie im Wildtypstamm exprimiert. Die Synthese der 
GFP-PBP-Fusionsproteine wurde nach Auftrennung von Membranfraktionen im SDS-Gel 
durch Färbung mit Bocillin-FL, einem Fluorescein-markierten Penicillin (Zhao et al., 1999, 
Korsak et al., 2010, Kocaoglu et al., 2012), überprüft. Neben den 4 Proteinbanden, die im 
Wildtypstamm detektiert werden können, konnte jeweils eine weitere Bande in den Extrakten 
der Stämme LMS38 (gfp-pbpA2), LMS44 (gfp-pbpA1), LMS45 (gfp-pbpB2) und LMS46 
(gfp-pbpB1) nachgewiesen werden (Abb. A2, *). GFP-PBP A1 weist eine Größe von ca. 
120 kDa auf, GFP-PBP A2 eine von ca. 105 kDa, GFP-PBP B1 und GFP-PBP B2 von ca. 
110 kDa. Die erhaltenen Molekulargewichte dieser Fusionsproteine entsprechen den 
berechneten Molekulargewichten von 118 kDa (GFP-PBP A1), 105 kDa (GFP-PBP A2), 
107 kDa (GFP-PBP B1) und 109 kDa (GFP-PBP B2). Aufgrund der erfolgreichen Detektion 
der PBPs mit Bocillin-FL kann von einer korrekten Faltung der GFP-PBP-Fusionsproteine 
ausgegangen werden. In den Extrakten des Stammes LMS47 (gfp-pbpB3) wurde keine 
zusätzliche Bande detektiert. GFP-PBP B3 konnte somit nicht mit Bocillin-FL markiert 
werden (Abb. A2). Allerdings konnte die Expression von GFP-PBP B3 in einem Westernblot 
unter Verwendung eines GFP-spezifischen Antikörpers nachgewiesen werden (Rismondo et 
al., 2015b). Die Detektion von PBP B3 in PBP-Fluoreszenzgelen unter Verwendung von 
Bocillin-FL war unter den verwendeten Bedingungen bislang nie möglich. Korsak et al. 
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zeigten 2010, dass PBP B3 mit einer geringen Affinität von Bocillin-FL gebunden werden 
kann. Dazu wurden allerdings 50 µM Bocillin-FL eingesetzt (Korsak et al., 2010). In dieser 
Arbeit konnte jedoch auch mit höheren Bocillin-FL-Konzentration oder durch die zusätzliche, 
ektopische Expression von PBP B3 das Protein nicht mit Bocillin-FL nachgewiesen werden 
(Daten nicht gezeigt). Daher ist anzunehmen, dass GFP-PBP B3 bzw. PBP B3 unter den 
getesteten Bedingungen nicht mit Bocillin-FL angefärbt werden können oder nicht bis zur 
notwendigen Detektionsgrenze akkumulieren.  
Mikroskopische Fluoreszenzaufnahmen zeigten, dass GFP-PBP A1 (Abb. 10B), GFP-PBP A2 
(Abb. 10C) und GFP-PBP B1 (Abb. 10D) hauptsächlich an der Zellperipherie und am Septum 
lokalisieren, jedoch nicht in allen Zellen der Population. Die Fluoreszenzsignale von GFP-
PBP B2 sind hingegen nur am Septum zu finden (Abb. 10E). Im Gegensatz dazu ist GFP-PBP 
B3 nur an der Zellperipherie lokalisiert (Abb. 10F). Die unterschiedliche Lokalisation könnte 
einen Hinweis auf verschiedene Funktionen der einzelnen PBPs liefern. PBP B2 ist 
vermutlich ein zellteilungsspezifisches Penicillin-bindendes Protein, wohingegen PBP B3 
vermutlich nur während des Zellwachstums eine Rolle spielt. PBP A1, PBP A2 und PBP B1 
lokalisieren sowohl am Septum als auch an der lateralen Zellwand und weisen somit eine 





Abb. 10: High-molecular-weight Penicillin-bindende Proteine (HMW PBPs) von L. monocytogenes und 
deren subzelluläre Lokalisation 
(A) High-molecular-weight Penicillin-bindende Proteine von L. monocytogenes. Schematische Darstellung der 
Domänenstruktur der fünf HMW PBPs von L. monocytogenes. Die Zuordnung der PBP-Bezeichnungen erfolgte 
gemäß der von anderen Autoren bereits vorgeschlagenen Nomenklatur (Bierne und Cossart, 2007, Korsak et al., 
2010). Die alten Bezeichnungen der PBPs wurden entsprechend des Molekulargewichts der einzelnen PBPs im 
SDS-PAGE-Gel, das mit radioaktiv markiertem Penicillin gefärbt wurde, vergeben (Vicente et al., 1990). Die 
entsprechenden B. subtilis-Homologe (Bsu) sind auf der rechten Seite angegeben. (B-F) Subzelluläre 
Lokalisation der GFP-PBP-Fusionen. Die Stämme LMS38 (gfp-pbpA2), LMS44 (gfp-pbpA1), LMS45 (gfp-
pbpB2), LMS46 (gfp-pbpB1) und LMS47 (gfp-pbpB3) wurden bis zur mittleren logarithmischen 
Wachstumsphase in BHI-Medium bei 30°C angezogen und die Lokalisation der GFP-Fusionsproteine mittels 
Fluoreszenzmikroskopie analysiert. Dazu wurden Aufnahmen im Phasenkontrast- (oben) und im 
Fluoreszenzmodus (FITC-Filter, Mitte) aufgenommen und unter Verwendung des Programmes NIS-Elements 
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3.3.2. Deletion der L. monocytogenes pbp-Gene 
Untersuchungen von Gendisruptions-Mutanten ergaben, dass PBP B2 essenziell sein könnte 
und die anderen Penicillin-bindenden Proteine vermutlich überlappende Funktionen 
aufweisen (Guinane et al., 2006). Zur genaueren Analyse der Funktion der 5 HMW PBPs 
wurden im Rahmen dieser Arbeit Marker-freie Deletionsmutanten hergestellt und unter 
Verwendung verschiedener Methoden charakterisiert. Für die Deletion der pbp-Gene wurden 
Derivate des pMAD-Plasmides verwendet. In den Stämmen LMS57 (ΔpbpA1) und LMS64 
(ΔpbpA2) wurden die Transglykosylase- und Transpeptidase-Domänen deletiert und durch ein 
vorzeitiges Stopp-Codon ersetzt. Für die Herstellung einer ΔpbpB3-Deletionsmutante 
(LMJR41) wurde ein pMAD-Derivat konstruiert, das den Austausch einer internen 
codierenden Region des pbpB3-Gens gegen ein Stopp-Codon zur Folge hat. Im Gegensatz 
dazu sollte der gesamte codierende Bereich der Gene pbpB1 und pbpB2 deletiert werden. Die 
Herstellung dieser beiden Deletionsmutanten war jedoch nicht möglich, was eine Essentialität 
der beiden Gene vermuten lässt. Die Deletion von pbpB1 und pbpB2 war jedoch in den 
Stämmen LMJR20 und LMJR5 möglich, die eine IPTG-induzierbare, ektopische Kopie der 
Gene pbpB1 bzw. pbpB2 enthielten. 
 
3.3.3. Überprüfung der L. monocytogenes pbp-Mutanten 
Korsak et al. detektierten die 5 HMW PBPs von L. monocytogenes durch die Markierung mit 
Bocillin-FL und die Zuordnung der einzelnen Proteinbanden zu dem jeweiligen Penicillin-
bindenden Protein erfolgte über das berechnete Molekulargewicht (Korsak et al., 2010). Die 
Konstruktion von Deletionsmutanten und die Analyse der Proteinextrakte dieser Stämme 
ermöglicht die Überprüfung dieser Zuordnung. Gleichzeitig kann dadurch die Abwesenheit 
der einzelnen PBPs in den Deletionsmutanten LMS57 (∆pbpA1), LMS64 (∆pbpA2) und 
LMJR41 (∆pbpB3) sowie die IPTG-abhängige Expression der PBPs in den 
Depletionsstämmen LMJR18 (IpbpB2) und LMJR27 (IpbpB1) überprüft werden. Dazu 
wurden Membranfraktionen der pbp-Mutanten isoliert und die Penicillin-bindenden Proteine 
mit Bocillin-FL markiert (Abb. 11). Die Extrakte des Wildtypstammes EGD-e wiesen nach 
Bocillin-FL-Färbung vier zusätzliche Banden auf. Die oberste Bande, die in Extrakten von 
LMS57 (∆pbpA1) abwesend ist, hat eine Größe von ca. 100 kDa und entspricht somit PBP A1 
(Abb. 11). In den Extrakten der Stämme LMJR18 (IpbpB2) und LMJR27 (IpbpB1), die unter 
Depletionsbedingungen angezogen wurden, fehlt jeweils eine der beiden darauffolgenden 
Banden mit einer Größe von ca. 80 kDa. Diese zwei dicht beieinander liegenden Banden 
entsprechen daher PBP B2 (oben) und PBP B1 (unten). Die Proteinbande mit einer Größe von 
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ca. 70 kDa konnte in den Extrakten von LMS64 (∆pbpA2) nicht detektiert werden. Hierbei 
handelt es sich, wie bereits in der Literatur beschrieben um PBP A2 (Zawadzka-Skomial et 
al., 2006, Van de Velde et al., 2009). Die ermittelten Molekulargewichte der einzelnen HMW 
PBPs stimmen mit den berechneten Molekulargewichten, die in Abb. 11 angegeben sind, 
überein. Das Fluoreszenzmuster des Stammes LMJR41 (∆pbpB3) unterscheidet sich nicht 
vom Fluoreszenzmuster des Wildtypstammes (Abb. 11). Dahingegen konnten Van de Velde 
et al. einen Unterschied zwischen den Fluoreszenzmustern vom Wildtypstamm und einer 
∆pbpB3-Mutante sehen. In Extrakten der ∆pbpB3-Mutante fehlte eine Bande bei ca. 75 kDa 
(Van de Velde et al., 2009). Die Expression von pbpB3 lag hier somit entweder unterhalb der 
Detektionsgrenze oder wird unter den in dieser Arbeit eingesetzten Bedingungen nicht von 
Bocillin-FL gebunden. 
 
Abb. 11: Detektion der Penicillin-bindenden Proteine von L. monocytogenes  
Zur Detektion und Zuordnung der Proteinbanden wurden der Wildtypstamm EGD-e (wt) und die pbp-Mutanten 
LMS57 (ΔpbpA1), LMS64 (ΔpbpA2), LMJR30 (IpbpA1 ΔpbpA2), LMJR27 (IpbpB1), LMJR18 (IpbpB2) und 
LMJR41 (ΔpbpB3) in BHI-Medium ± 1 mM IPTG bei 37°C bis zu einer optischen Dichte (λ=600 nm) von 1 
kultiviert und Membranfraktionen isoliert. 20 µg der Membranfraktionen wurden mit Bocillin-FL inkubiert und 
anschließend in einer 8 %-igen SDS-PAGE aufgetrennt. PBPs, die mit dem Fluorescein markiert wurden, 
konnten mit dem Fuji raytest FLA 2000 Fluoreszenzscanner detektiert werden. Eine unmarkierte Probe von 
EGD-e wurde zum Ausschluss unspezifischer Signale mitgeführt. 
 
3.3.4. Wachstum der pbp-Mutanten 
Die Anwesenheit von zwei Klasse A und drei Klasse B HMW PBPs in L. monocytogenes 
lässt vermuten, dass einige PBPs überlappende Funktionen aufweisen. Daher sollte der 
Einfluss der Deletion bzw. Depletion der einzelnen PBPs auf das Wachstum überprüft 
werden. Die Deletion der bi-funktionalen Penicillin-bindenden Proteine pbpA1 (LMS57) und 
pbpA2 (LMS64) hatte keinen Einfluss auf das Wachstum in BHI-Medium bei 37°C (Abb. 
12A), führte jedoch zu einem leichten Wachstumsdefekt bei 42°C (Abb. A3A). Um den 
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können, wurden Vorkulturen beider Stämme in BHI-Medium mit IPTG kultiviert, 
anschließend mit frischem BHI-Medium gewaschen und für die Wachstumsexperimente in 
An- und Abwesenheit von IPTG eingesetzt. Dabei zeigte sich, dass die Depletion von PBP B1 
im Stamm LMJR27 zu einem drastischen Wachstumsdefekt bei 37°C führte (Abb. 12B). Bei 
erhöhter Temperatur (42°C) war die Depletion von PBP B1 sogar letal (Abb. A3B). Bei 37°C 
führte die Depletion von PBP B2 in Stamm LMJR18 hingegen zu keinem 
Wachstumsunterschied unter diesen Bedingungen (Abb. A4A). Allerdings stoppte das 
Wachstum dieses Stammes nach 4 h bei 42°C, vermutlich aufgrund der einsetzenden 
Depletion von PBP B2 und der damit einhergehenden Lyse der Zellen, welche durch die 
Abnahme der optischen Dichte erkennbar ist (Abb. A4B). Für die vollständige PBP B2-
Depletion in Stamm LMJR18 wurde die Depletionskultur für 24 h bei 37°C ohne IPTG 
kultiviert. Diese Kultur diente dann als Ausgangspunkt für die folgenden Wachstumskurven. 
Wie erwartet, verhinderte die vollständige Depletion von PBP B2 das Wachstum der Zellen 
unter Standardbedingungen (37°C), wohingegen die Anwesenheit von IPTG das Wachstum 
der so vorbehandelten Zellen immer noch erlaubt (Abb. 12C). Im Gegensatz dazu führte die 
Deletion von pbpB3 (LMJR41) zu keinem Wachstumsdefekt bei 37°C (Abb. 12D) und 42°C 
(Abb. A3C). 
Diese Ergebnisse lassen vermuten, dass PBP A1 und PBP A2 überlappende Funktionen haben 
und eine Deletion durch das jeweilig andere Penicillin-bindende Protein kompensiert werden 
kann. Dahingegen kann die Funktion von PBP B1 und PBP B2 nicht von anderen PBPs 
übernommen werden, wodurch die Depletion dieser PBPs das Wachstum verhindert. PBP B3 
scheint entweder unter den getesteten Bedingungen nicht enzymatisch aktiv zu sein oder seine 




Abb. 12: Wachstum der L. monocytogenes pbp-Mutanten 
(A) Einfluss der Deletion der Klasse A HMW PBPs pbpA1 und pbpA2 auf das Wachstum. Die Stämme EGD-e 
(wt), LMS57 (ΔpbpA1), LMS64 (ΔpbpA2) und LMJR30 (IpbpA1 ΔpbpA2) wurden in BHI-Medium ± 1 mM 
IPTG bei 37°C angezogen und die optische Dichte (λ=600 nm) stündlich bestimmt. (B-D) Einfluss der Deletion 
bzw. Depletion der Klasse B HMW PBPs PBP B1, PBP B2 und PBP B3 auf das Wachstum. Dazu wurden die 
Stämme EGD-e (wt), LMJR27 (IpbpB1), LMJR18 (IpbpB2) und LMJR41 (ΔpbpB3) in BHI-Medium ± 1 mM 
IPTG bei 37°C kultiviert und die OD600 jede Stunde gemessen. Zur vollständigen Depletion von PBP B2 wurde 
eine Vorkultur mit IPTG kultiviert, gewaschen und zur Beimpfung von frischem BHI-Medium ohne IPTG 
verwendet. Diese wurde 24 h bei 37°C inkubiert und anschließend für die Wachstumskurve (C) eingesetzt. Es ist 
jeweils eine repräsentative Wachstumskurve dargestellt. 
 
3.3.5. Die Abwesenheit der beiden bi-funktionalen PBPs ist letal 
Um zu überprüfen, ob PBP A1 und PBP A2 überlappende Funktionen haben, sollte eine PBP 
A1/A2-Doppelmutante hergestellt werden. Mehrere Versuche diese Mutante herzustellen, 
scheiterten. Daher wurde eine PBP A1/A2-Mutante hergestellt, die eine ektoptische IPTG-
induzierbare Kopie von pbpA1 besitzt (LMJR30 – IpbpA1 ΔpbpA2). Zur Untersuchung des 
Wachstums von LMJR30 wurde eine Vorkultur mit IPTG kultiviert, gewaschen und zur 
Beimpfung frischen BHI-Mediums verwendet. Hierbei zeigte sich ein deutlicher 
Wachstumsdefekt bei 37°C und 42°C (Abb. 12A und A3A). Bei der Detektion der Penicillin-
bindenden Proteine in Proteinextrakten des Stammes LMJR30 wird ersichtlich, dass eine 
geringfügige Hintergrundexpression von pbpA1 auch in Abwesenheit von IPTG zu 



























































ohne IPTG trotz Abwesenheit beider Klasse A PBPs wachsen kann. Die gleichzeitige 
Deletion von pbpA1 und pbpA2 in L. monocytogenes war jedoch nicht tolerierbar.  
 
3.3.6. Zellmorphologie der pbp-Mutanten 
Zur Charakterisierung der Zellmorphologie wurden die pbp-Mutanten mit Hilfe von 
Transmissionselektronenmikroskopie (TEM, Abb. 13A, C, E, G und Abb. 14A, C, E) und 
Rasterelektronenmikroskopie (REM, Abb. 13B, D, F, H und Abb. 14B, D, F) betrachtet. Die 
Aufnahmen wurden von den Kooperationspartnern Lars Möller, Petra Kaiser und Gudrun 
Holland (ZBS4, RKI Berlin) angefertigt. Die Abwesenheit einzelner Penicillin-bindender 
Proteine, die für die Peptidoglykanbiosynthese verantwortlich sind, könnte zu einer 
Veränderung der Zellwand führen, die möglicherweise mittels TEM aufgelöst werden kann. 
Keiner der untersuchten Stämme wies hierbei eine signifikante Veränderung in Dicke oder 
Struktur des Peptidoglykans auf (Abb. 13A, C, E, G und Abb. 14A, C, E). Auffällig ist 
jedoch, dass die Depletion von PBP B2 (LMJR18) dazu führte, dass keine Septen mehr 
gebildet werden konnten. Die leichte Invagination an der Position, wo ein Septum zu erwarten 
wäre, könnte darauf hinweisen, dass es noch zur initialen Konstriktion des FtsZ-Ringes 
kommt, dessen weitere Einschnürung sich jedoch nicht fortsetzt (Abb. 14C). In den REM-
Aufnahmen wird deutlich, dass die Deletion von pbpA2 (LMS64) und pbpB3 (LMS41) keine 
morphologischen Veränderungen zur Folge hat (Abb. 13F und Abb. 14F). Die Deletion von 
pbpA1 (LMS57) resultiert in leicht verlängerten, gebogenen Zellen (Abb. 13D). Bei Depletion 
von PBP A1 im ΔpbpA2-Hintergrund (LMJR30) kann ebenfalls eine Zellverlängerung 
beobachtet werden (Abb. 13H). Dahingegen führte die Depletion von PBP B1 (LMJR27) zu 
einer fast kokkoiden Zellform (Abb. 14B). Wie bereits beschrieben, führte die Depletion von 
PBP B2 (LMJR18) zu einer verringerten Septenbildung, was sich in einer drastischen 
Verlängerung der Zellen manifestiert (Abb. 14D). Der Einfluss von PBP B2 auf die 
Septenbildung deckt sich mit der septalen Lokalisation von GFP-PBP B2 und bekräftigt die 





Abb. 13: Einfluss der Deletion von pbpA1 
und pbpA2 auf die Zellmorphologie 
Transmissions- (A, C, E, G) und Raster-
elektronenmikroskopie-Aufnahmen (B, D, F, 
H) von fixierten Zellen der L. monocytogenes 
ΔpbpA1- und ΔpbpA2-Mutanten. Die 
Stämme EGD-e (wt), LMS57 (ΔpbpA1), 
LMS64 (ΔpbpA2) und LMJR30 (IpbpA1 
ΔpbpA2) wurden in BHI-Medium bis zur 
mittleren logarithmischen Wachstumsphase 
kultiviert und einer chemischen Fixierung 
und anschließender Elektronenmikroskopie 
unterzogen (Rismondo et al., 2015b). Die 
Maßstabsbalken entsprechen 200 nm (linke 
Spalte) bzw. 2 µm (rechte Spalte). Die 
Aufnahmen wurden von Lars Möller, Gudrun 















Abb. 14: Einfluss der Deletion von pbpB3 
und der Depletion von PBP B1 und PBP 
B2 auf die Zellmorphologie 
Transmissions- (A, C, E) und Raster-
elektronenmikroskopie-Aufnahmen (B, D, F) 
von fixierten Zellen der L. monocytogenes 
Stämme, bei denen Klasse B HMW PBPs 
deletiert oder depletiert sind. Die Stämme 
EGD-e (wt), LMJR27 (IpbpB1), LMJR18 
(IpbpB2) und LMJR41 (ΔpbpB3) wurden in 
BHI-Medium bis zur mittleren 
logarithmischen Wachstumsphase kultiviert 
und einer chemischen Fixierung und 
anschließender Elektronenmikroskopie 
unterzogen (Rismondo et al., 2015b). Die 
Maßstabsbalken entsprechen 200 nm (linke 
Spalte) bzw. 2 µm (rechte Spalte). Die 
Aufnahmen wurden von Lars Möller, Gudrun 




Zur Quantifizierung der Zelllängenunterschiede der pbp-Mutanten wurde die Zellmembran 
der Stämme mit Nilrot angefärbt und mittels Fluoreszenzmikroskopie analysiert (Abb. 15A). 
Anschließend wurde die Länge von 600 Zellen pro Stamm gemessen und die relative 
Häufigkeit gegen die Zelllänge in µm geplottet (Abb. 15B-C). Wie bereits in den REM-
Aufnahmen ersichtlich, führte die Deletion von pbpA1 im Stamm LMS57 zu einer erhöhten 
Zelllänge (1,44±0,2 µm) im Vergleich zum Wildtypstamm (1,16±0,2 µm). Die Depletion von 
PBP B1 im Stamm LMJR27 resultierte in einer reduzierten Zelllänge (0,88±0,2 µm, Abb. 
15B), wohingegen die Depletion von PBP B2 im Stamm LMJR18 zu einer deutlichen 
Verlängerung der Zellen führte (10,9±5 µm, Abb. 15C). Im Gegensatz dazu haben die 
Deletion von pbpA2 (LMS64, 1,26±0,2 µm) und pbpB3 (LMJR41, 1,18±0,3 µm) keinen 
signifikanten Einfluss auf die Zelllänge (Abb. 15B). Zusammengefasst lässt sich sagen, dass 
PBP A1 eine wichtige Rolle in der Zellteilung und der Erhaltung der Zellform spielt. PBP B1 
ist an der Zellperipherie lokalisiert und übernimmt Aufgaben in der lateralen 











Abb. 15: Die verschiedenen Zellteilungs-
phänotypen der L. monocytogenes pbp-
Mutanten  
(A) Fluoreszenzaufnahmen der pbp-Mutanten 
nach Membranfärbung mit Nilrot. Die Stämme 
EGD-e (wt), LMS57 (ΔpbpA1), LMS64 
(ΔpbpA2), LMJR27 (IpbpB1), LMJR18 
(IpbpB2) und LMJR41 (ΔpbpB3) wurden in 
BHI-Medium ± 1 mM IPTG bei 37°C bis zur 
mittleren logarithmischen Wachstumsphase 
kultiviert. (B-C) Die Zelllänge von 600 Zellen 
pro Stamm wurde bestimmt und gegen die 
relative Häufigkeit aufgetragen. 
 
 
3.3.7. Die Zellwand der pbp-Mutanten ist geschwächt 
Penicillin-bindende Proteine sind der Angriffspunkt von β-Laktam-Antibiotika (Nakagawa et 
al., 1979, Sauvage et al., 2008), wodurch eine Untersuchung der Resistenz der hergestellten 
pbp-Mutanten gegenüber dieser Antibiotikaklasse von großem Interesse war. Zu diesem 
Zweck wurden die minimalen Hemmkonzentrationen (MHK) für ausgewählte zellwandaktive 
Antibiotika (Ampicillin, Amoxicillin, Penicillin, Meropenem, Vancomycin) mit Hilfe von E-
Tests bestimmt. Das Antibiotikum Gentamycin, welches die Proteinbiosynthese inhibiert, 
wurde als Kontrolle mitgeführt. Die Sensitivität gegenüber Vancomycin und Gentamycin 
unterschied sich bei den getesteten pbp-Mutanten kaum von den MHK-Werten des 
Wildtypstammes (Tab. 16). Im Gegensatz dazu führte die Abwesenheit der einzelnen HMW 
PBPs zu unterschiedlich starken Beeinträchtigungen der Resistenz gegenüber den 
wt ΔpbpA1 ΔpbpA2























































verschiedenen β-Laktam-Antibiotika (Tab. 16). Die Deletion von pbpA1 (LMS57) und pbpA2 
(LMS64) führte zu einem geringen Resistenzverlust gegenüber Ampicillin, Amoxicillin und 
Meropenem, jedoch zu einer deutlich erhöhten Sensitivität gegenüber Penicillin. Darüber 
hinaus konnte eine deutlich verringerte Resistenz gegenüber allen getesteten β-Laktam-
Antibiotika in Zellen verzeichnet werden, bei denen PBP B1 (LMJR27) depletiert wurde. Die 
Depletion von PBP B2 (LMJR18) resultierte in einer deutlich erhöhten Sensitivität gegenüber 
Ampicillin, Amoxicillin und Meropenem, jedoch nur in einer leichten Herabsenkung des 
MHK-Wertes für Penicillin (Tab. 16). Im Gegensatz dazu resultierte die Deletion von pbpB3 
(LMJR41) in einer 2-3-fach erhöhten Sensitivität gegenüber Penicillin und Ampicillin (Tab. 
16). Dieser Befund stellt den ersten Nachweis eines ∆pbpB3-Phänotyps dar und beweist, dass 
PBP B3 enzymatisch aktiv ist. 
Die Depletion von PBP B1 führte zu den drastischsten Effekten mit einer 3- bis 4-fachen 
Reduktion der Resistenz gegenüber Ampicillin, Penicillin und Meropenem. Aus den 
erhaltenen Ergebnissen kann daher geschlussfolgert werden, dass es sich bei PBP B1, wie 
bereits in früheren Arbeiten vermutet (Gutkind et al., 1990, Pierre et al., 1990, Vicente et al., 
1990), um das Hauptangriffsziel der β-Laktam-Antibiotika in L. monocytogenes handelt. 
β-Laktam-Antibiotika wirken in der Regel bakteriostatisch auf L. monocytogenes, d. h. sie 
verhindern das Wachstum der Bakterien, lysieren sie jedoch nicht (Hof, 2003, Hof, 2004, 
Allerberger und Wagner, 2010). Die Inaktivierung der HMW PBPs könnte jedoch dazu 
führen, dass die Antibiotika-Behandlung zur Bakteriolyse führt. Deshalb wurde ein 
quantitativer Autolyse-Assay in Flüssigmedium durchgeführt, bei dem die Zellen mit 
Penicillin behandelt wurden. Die Deletion und Depletion der meisten HMW PBPs führte zu 
keiner bakteriolytischen Wirkung von Penicillin (Abb. 16A). Die Ausnahme bildet der Stamm 
LMJR27 (IpbpB1), bei dem PBP B1 depletiert wurde. Dieser Stamm zeigte eine Reduktion 
der optischen Dichte nach Zugabe von Penicillin, was mit einer Lyse der Zellen zu erklären 
ist (Abb. 16A). Dieser Effekt beruht zu ⅔ auf der endogenen Autolyse des Stammes, kann 
jedoch durch Zugabe von Penicillin gesteigert werden (Abb. 16B). Demzufolge wird PBP B1 



















































































































































































































































































































































































































































































































































Abb. 16: Einfluss der PBPs auf die Penicillin-induzierte Autolyse 
(A) Bestimmung der Penicillin-induzierten Autolyse. Die L. monocytogenes Stämme EGD-e (wt), LMS57 
(ΔpbpA1), LMS64 (ΔpbpA2), LMJR27 (IpbpB1), LMJR18 (IpbpB2) und LMJR41 (ΔpbpB3) wurden in BHI-
Medium ± 1 mM IPTG bei 37°C bis zu einer OD600≈0,8 angezogen. Nach dem die Zellen gewaschen und in 
50 mM Tris-HCl-Puffer pH8,0 resuspendiert wurden, wurde die Kultur mit 25 µg/ml Penicillin versetzt und bei 
37°C inkubiert. (B) Vergleich der spontanen Autolyse und Penicillin-induzierten Lyse bei PBP B1-Depletion. 
Die Stämme EGD-e (wt) und LMJR27 (IpbpB1) wurden wie in (A) beschrieben kultiviert und die Abnahme der 
optischen Dichte (λ=600 nm) über die Zeit in Ab- und Anwesenheit von Penicillin photometrisch bestimmt. 
Mittelwerte und Standardabweichungen ergeben sich aus den Werten von drei unabhängigen Experimenten. 
 
Um zu ermitteln, ob die Deletion bzw. Depletion der einzelnen HMW PBPs zu einer 
Veränderung in der Peptidoglykan-Zusammensetzung führt, wurde eine Muropeptidanalyse 
mit den Kooperationspartnern Prof. Dr. Waldemar Vollmer und Christine Aldridge 
(Newcastle University) durchgeführt (Rismondo et al., 2015a). Unter Verwendung der 
Muramidase Cellosyl konnten sechs prominente Muropeptide mittels 
Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (HPLC) aufgetrennt und quantifiziert werden 
(Abb. 17A). Durch Massenspektrometrie wurden die erhaltenen Muropeptid-Peaks möglichen 
Strukturen zugeordnet (Abb. 17B). Das Peptidoglykan von L. monocytogenes weist eine 
amidierte meso-Diaminopimelinsäure an Position 3 der Tetrapeptidkette auf und hat einen 
hohen Anteil an Glucosamin-Resten infolge der Deacetylierung von N-Acetylglucosamin 
(Vollmer und Tomasz, 2000, Boneca et al., 2007). Die Deletion bzw. Depletion der meisten 
HMW PBPs führte zu keinen Veränderungen der Peptidoglykan-Zusammensetzung im 
Vergleich zum Wildtypstamm (Abb. 17C). Zellen, in denen PBP B1 depletiert ist (LMJR27), 
wiesen einen höheren Anteil an den beiden acetylierten dimeren Muropeptiden Tri(NH2) und 
TetraTri(NH2)2 auf (um 3% und 6%). Zudem sind die deacetylierten Muropeptide 
Tri(NH2)(deAc), TetraTri(NH2)2(deAc) II und TetraTri(NH2)2(deAc)2 um jeweils 3% 
reduziert. Die in Abb. 17C dargestellten Unterschiede in der Muropeptidzusammensetzung 
konnten in einer zweiten Analyse reproduziert werden (Daten nicht gezeigt). Diese 
Ergebnisse weisen auf eine reduzierte Aktivität der Peptidoglykan-Deactylase im PBP B1-
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durch die Abwesenheit lediglich eines der 5 HMW PBPs nicht beeinflusst. Daher scheint die 
Anwesenheit der jeweils anderen vier PBPs zu genügen, um die normale Quervernetzung 
sicherzustellen (Abb. 17C).  
 
Abb. 17: Peptidoglykan-Zusammensetzung in den pbp-Mutanten 
(A) Muropeptidprofile der pbp-Mutanten, die mittels HPLC ermittelt wurden. Die prominenten Muropeptid-
Peaks sind nummeriert. (B) Muropeptidstrukturen, die den prominenten Muropeptid-Peaks aus (A) zuzuordnen 
sind. Die Namen der Muropeptide und die ermittelten m/z-Werte sind unter den Strukturen angegeben. Der 
obere Wert entspricht dem ermittelten m/z-Wert, der untere (in Klammern) dem theoretischen m/z-Wert. G, N-
Acetylglucosamin; G*, Glucosamin; M, N-Acetylmuraminsäure; m-Dap(NH2), amidierte meso-
Diaminopimelinsäure. TetraTri[deAc] liegt in zwei isomeren Formen vor (I und II), bei denen die Position von G 
und G* nicht bekannt sind. (C) Relative Häufigkeit der Muropeptide 1-6 und der prozentuale Anteil der Peptide 
in Cross-Links (CL).  
 
3.3.8. Gesteigerte Lysozymresistenz durch die Deletion von gpsB und pbpB1 
β-Laktam-Antibiotika binden an der Transpeptidase-Domäne der Penicillin-bindenden 
Proteine, wodurch die Quervernetzung des Peptidoglykans inhibiert wird. Dies führt zu einer 
Schwächung der bakteriellen Zellwand. Dahingegen spaltet das Enzym Lysozym die β-1→4-































































































































Peptidoglykan (Callewaert und Michiels, 2010). Diese Reaktion resultiert ebenfalls in einer 
geschwächten Zellwand. Um den Einfluss der Abwesenheit einzelner Penicillin-bindender 
Proteine auf die Resistenz gegenüber Lysozym zu untersuchen, wurde ein quantitativer 
Autolyse-Assay durchgeführt, bei dem die Bakterienzellen mit Lysozym inkubiert wurden. 
Die Depletion von PBP B1 (LMJR27) bewirkte eine deutliche Steigerung der 
Lysozymresistenz. Nach zweistündiger Lysozymbehandlung waren lediglich 60% der 
eingesetzten Zellen des Stammes LMJR27 lysiert, wohingegen die optische Dichte 
(λ=600 nm) des Wildtypstammes um ca. 98% abgenommen hatte. Die Deletion von pbpA1 
(LMS57) und pbpA2 (LMS64) führte zu einer geringfügigen Erhöhung der Lysozymresistenz 
(Abb. 18A). Im Gegensatz dazu hatte die Deletion von pbpB3 (LMJR41) und die Depletion 
von PBP B2 (LMJR18) keinen Einfluss auf die Resistenz gegenüber Lysozym. 
Da die Deletion von gpsB zu einer erhöhten Penicillinsensitivität führte, wie sie in dieser 
Arbeit auch für PBP B1-depletierte LMJR27-Zellen beschrieben wurde, bestand die 
Vermutung, dass die Inaktivierung beider Gene zu verwandten Phänotypen führt. Daher 
wurde auch die Lysozymresistenz der ∆gpsB–Mutante (LMJR19) bestimmt. Dieser Stamm 
zeigte, wie PBP B1-depletierte LMJR27-Zellen, ebenfalls eine gesteigerte Lysozymresistenz 
(Abb. 18A). 
Da Lysozym ein Bestandteil der Wirtsabwehr gegen Bakterien ist, wurden von Bakterien 
verschiedene Resistenzmechanismen zur Abwehr von Lysozym entwickelt. Beispielsweise 
führt die O-Acetylierung des Peptidoglykans zu einer verringerten Wirkung des Lysozyms 
und weiterer Muramidasen (Brumfitt et al., 1958, Vollmer, 2008). Möglicherweise ist der O-
Acetylierungsgrad durch die Deletion von gpsB bzw. die Depletion von PBP B1 verändert, 
wodurch die Stämme LMJR19 und LMJR27 resistenter gegenüber Lysozym werden. 
 
Abb. 18: Die Deletion von gpsB und die Depletion von PBP B1 führt zu einer erhöhten Lysozymresistenz 
Autolyse-Assays von L. monocytogenes pbp- und gpsB-Mutanten. Die Stämme EGD-e (wt), LMS57 (ΔpbpA1), 
LMS64 (ΔpbpA2), LMJR18 (IpbpB2), LMJR27 (IpbpB2), LMJR41 (ΔpbpB3) und LMJR19 (ΔgpsB) wurden in 
BHI-Medium bei 37°C bis zu einer OD600≈0,8 angezogen. Nach Zentrifugation wurde das entstandene Zellpellet 
in 50 mM Tris-HCl-Puffer pH8,0 resuspendiert und 2,5 µg/ml Lysozym zugegeben. Die Abnahme der optischen 
Dichte (λ=600 nm) wurde über die Zeit photometrisch bestimmt. Mittelwerte und Standardabweichung ergeben 





























Da die Deletion von gpsB einen Einfluss auf die Penicillin- und Lysozymresistenz hat, sollte 
nun überprüft werden, ob sich die Abwesenheit von gpsB auf die Ultrastruktur der Zellwand 
auswirkt. Dazu wurden durch die Kooperationspartner Lars Möller und Gudrun Holland 
(ZBS4, RKI Berlin) TEM-Aufnahmen angefertigt. Die Zellwände des Stammes LMJR19 
(∆gpsB) weisen jedoch keine signifikanten Unterschiede in Struktur und Dicke im Vergleich 
zum Wildtypstamm auf (Abb. 19). 
 
 
Abb. 19: Einfluss der Deletion von gpsB auf die Zellwandstruktur von L. monocytogenes 
Die L. monocytogenes-Stämme EGD-e (wt) und LMJR19 (ΔgpsB) wurden bis zur mittleren logarithmischen 
Wachstumsphase angezogen. Anschließend wurden die Zellen fixiert, eingebettet und Dünnschnitte der Proben 
angefertigt, die mit Hilfe von Transmissions-Elektronenmikroskopie untersucht wurden. Die Aufnahmen wurden 
von Lars Möller und Gudrun Holland zur Verfügung gestellt (Rismondo et al., 2015a). 
 
Aufgrund dessen wurde die Zusammensetzung des Peptidoglykans der ∆gpsB-Mutante durch 
die Kooperationspartner Prof. Dr. Waldemar Vollmer und Christine Aldridge (Newcastle 
University) bestimmt (Rismondo et al., 2015a). Die relative Häufigkeit der deacetylierten 
Komponenten Tri[deAc] und TetraTri[deAc]2 des Peptidoglykans war im Stamm LMJR19 
(ΔgpsB) um 1,6% und 2,7% erhöht, wohingegen die Häufigkeit der acetylierten Komponenten 
Tri und TetraTri um 0,6% und 3% reduziert war. Der Stamm LMS56 (IgpsB) wies unter 
Induktionsbedingungen eine Peptidoglykan-Zusammensetzung auf, die mit dem 
Wildtypstamm vergleichbar ist (Abb. 20), der Effekt konnte somit komplementiert werden. 
Die Quervernetzung wurde durch die Deletion von gpsB nicht beeinflusst (Abb. 20C). Diese 
Ergebnisse konnten auch in einer zweiten Muropeptidanalyse bestätigt werden (Daten nicht 
gezeigt). Somit führte die Deletion von gpsB zu einem erhöhten Grad an Deacetylierung, 
wohingegen die Depletion von PBP B1 (LMJR27-IPTG) zu einem erhöhten 







Abb. 20: Peptidoglykan-Zusammensetzung der ΔgpsB-Mutante 
(A) Muropeptidprofile der gpsB-Mutanten, die mittels HPLC ermittelt wurden. Die prominenten Muropeptid-
Peaks sind nummeriert. (B) Muropeptidstrukturen, die vermutlich den prominenten Muropeptid-Peaks aus (A) 
zuzuordnen sind. Die Namen der Muropeptide und die ermittelten m/z-Werte sind unter den jeweiligen 
Strukturen angegeben. Der obere Wert entspricht dem ermittelten m/z-Wert, der untere (in Klammern) dem 
theoretischen m/z-Wert. G, N-Acetylglucosamin; G*, Glucosamin; M, N-Acetyl-muraminsäure; m-Dap(NH2), 
amidierte meso-Diamino-pimelinsäure. TetraTri[deAc] liegt in zwei isomeren Formen vor (I und II), bei denen 
die Position von G und G* nicht bekannt sind. (C) Relative Häufigkeit der Muropeptide 1-6 und der prozentuale 
Anteil der Peptide in Cross-Links (CL).  
 
3.3.9. Virulenz der pbp-Mutanten 
Um den Einfluss der Deletion bzw. Depletion der HMW PBPs auf die Virulenz von L. 
monocytogenes zu bestimmen, wurden Infektionsexperimente unter Verwendung 
verschiedener Zelllinien durchgeführt. Zur Bestimmung der Invasionsrate der pbp-
Mutantenstämme in eukaryotische Zellen wurden exponentiell wachsende Kulturen 
verwendet, um einen einschichtigen HeLa-Zellrasen zu infizieren. Die Depletionsstämme 
LMJR18 (IpbpB2) und LMJR27 (IpbpB1) wurden für die Infektionsexperimente in 
Anwesenheit von IPTG über Nacht angezogen, gewaschen und in frischem BHI-Medium mit 
und ohne IPTG inkubiert. 1,5±0,2 % (n=3) der Wildtypzellen, die im Inokulum vorhanden 
waren, konnten in die HeLa-Zellen eindringen (Abb. 21A). Dies entspricht ungefähr den 
publizierten Invasionsraten von L. monocytogenes (Gaillard et al., 1991). Die Invasionsraten 
der Stämme LMS57 (ΔpbpA1) und LMS64 (ΔpbpA2) lagen bei ca. 26,6±8,1% bzw. 
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13,3±8,7% der Invasionsrate des Wildtypstammes (Abb. 21A). Darüber hinaus führte die 
Depletion von PBP B1 (LMJR27) und PBP B2 (LMJR18) zu einer 7- bzw. 22-fachen 
Reduktion der Invasionsrate. Allerdings konnte die Invasion durch Zugabe von IPTG 
lediglich auf 52,9±5,8% (PBP B1) bzw. 50,1±8,1% (PBP B2) des Wildtyp-Niveaus gesteigert 
werden (Abb. 21B). Im Gegensatz dazu war die Invasionsrate der ΔpbpB3-Deletionsmutante 
(LMJR41) höher als die vom Wildtypstamm (130,1±19,9 %, Abb. 21B). Die Penicillin-
bindenden Proteine PBP A1, PBP A2, PBP B1 und PBP B2 spielen somit eine Rolle in der 
Invasion von L. monocytogenes.  
Zur Untersuchung der Fähigkeit zur Zell-zu-Zell-Ausbreitung der pbp-Mutanten wurde ein 
Plaque-Formation-Assay mit 3T3-Mausembryo-Fibroblasten durchgeführt. L. monocytogenes 
infiziert diese Zelllinie punktuell und breitet sich von Zelle zu Zelle aus. Dadurch werden 
Bereiche gebildet, in denen die Wirtszelle abgetötet ist. Nach Färbung mit Neutralrot werden 
diese Bereiche als farblose Plaques sichtbar (Abb. 21C). Die Abwesenheit von PBP A1 
(LMS57) äußerte sich in einer reduzierten Plaquegröße, die Plaqueanzahl ist jedoch 
vergleichbar zum Wildtypstamm. Im Gegensatz dazu war die Plaqueanzahl infolge der 
Deletion von pbpA2 (LMS64) reduziert, die Deletion hatte hingegen keinen Einfluss auf die 
Plaquegröße (Abb. 21C). Daraus lässt sich schließen, dass PBP A1 für die Zell-zu-Zell-
Ausbreitung benötigt wird, wohingegen PBP A2 an der Invasion in diesen Zelltyp beteiligt 
ist. Da die Depletion von PBP B1 (LMJR27) und PBP B2 (LMJR18) zu einer drastischen 
Reduktion der Invasionsrate von HeLa-Zellen führt, wurden die beiden Depletionsstämme für 
die Untersuchung der Zell-zu-Zellausbreitung in Anwesenheit von IPTG angezogen. Dadurch 
sollte eine mit dem Wildtypstamm vergleichbare Invasionsrate erhalten werden. Nach der 
Infektion wurden die Zellen in An- und Abwesenheit von IPTG kultiviert. Zellen, die in PBP 
B1 (LMJR27) und PBP B2 (LMJR18) depletiert sind, konnten keine Plaques bilden und sich 
somit nicht ausbreiten. In Anwesenheit von IPTG wurden hingegen Plaques gebildet, die 
jedoch eine geringere Größe aufwiesen als die Plaques des Wildtypstammes (Abb. 21C). Die 
Plaquebildung wurde durch die Deletion von pbpB3 (LMJR41) nicht beeinflusst. Somit sind 
PBP A1, PBP B1 und PBP B2 für die Zell-zu-Zellausbreitung von großer Bedeutung. 
Um den Einfluss der Deletion von pbpA1, pbpA2 und pbpB3 auf die intrazelluläre Replikation 
zu bestimmen, wurden J774.A1-Mausmakrophagen infiziert. In diesem Infektionsexperiment 
konnte gezeigt werden, dass die intrazelluläre Replikation der getesteten Stämme vergleichbar 
zum Wildtypstamm ist (Abb. 21D). Zudem hat die Deletion von pbpA1, pbpA2 und pbpB3 
keinen Einfluss auf die Phagozytose durch J774.A1-Mausmakrophagen (t=0 h, Abb. 21D). 
Bei Verwendung von HeLa-Zellen wird, wie bereits beschrieben, der Invasionsdefekt der 
Ergebnisse 
85 
ΔpbpA1- und ΔpbpA2-Deletionsmutanten (LMS57 und LMS64) deutlich. Die intrazelluläre 
Replikation ist jedoch vergleichbar mit dem Wildtypstamm (Abb. 21E), wodurch gesagt 
werden kann, dass die Penicillin-bindenden Proteine keinen Einfluss auf diesen Prozess 
haben. 
 
Abb. 21: Einfluss der HMW-PBPs auf die Virulenz von L. monocytogenes 
(A-B) Invasionsrate von L. monocytogenes pbp-Mutanten in HeLa-Zellen. Die Stämme EGD-e (wt), LMS57 
(ΔpbpA1), LMS64 (ΔpbpA2), LMJR18 (IpbpB2), LMJR27 (IpbpB1) und LMJR41 (ΔpbpB3) wurden bis zur 
mittleren logarithmischen Wachstumsphase in BHI bei 37°C angezogen und anschließend zur Infektion eines 
einschichtigen HeLa-Zellrasens verwendet. Nach 2-stündiger Inkubation bei 37°C wurden Proben entnommen. 
Die Invasionsrate ergibt sich aus dem Verhältnis der eingedrungenen Zellen (t=0) zur Gesamtzellzahl des 
Inokulums (t=-2). (C) Plaque-Formation-Assay zur Analyse der Zell-zu-Zell-Ausbreitung. Die Stämme aus (A-
B) wurden wie beschrieben angezogen und anschließend verwendet, um eine konfluente Schicht von 
embryonalen 3T3-Maus-Fibroblasten zu infizieren. Plaques wurden drei Tage nach der Infektion mit Neutralrot 
angefärbt. Sie werden dort sichtbar, wo die Wirtszellen getötet wurden. (D) Intrazelluläre Replikation von L. 
monocytogenes pbp-Mutanten in J774.A1 Mausmakrophagen. Vorkulturen der Stämme EGD-e (wt), LMS57 
(ΔpbpA1), LMS64 (ΔpbpA2) und LMJR41 (ΔpbpB3) wurden auf eine OD600=0,2 eingestellt und zur Infektion 
eines einschichtigen Zellrasens von J774.A1 Mausmakrophagen eingesetzt. Die Probenentnahme erfolgte nach 
der Infektion (t=0) und anschließend in 2 h-Intervallen. (E) Intrazelluläre Replikation von L. monocytogenes 
pbp-Mutanten in HeLa-Zellen. Das Experiment wurde wie in (A) beschrieben durchgeführt. Zur Bestimmung 
der intrazellulären Replikation wurden zusätzlich Proben in 2 h-Intervallen entnommen. Die Mittelwerte und 

























































































3.4. Die Deletion von gpsB führt zur verringerten Virulenz 
Frühere Arbeiten zeigen, dass GpsB an der Lokalisation von PonA (PBP1) in B. subtilis 
verantwortlich ist (Claessen et al., 2008). Aufgrund dessen stellte sich die Frage, ob sich die 
Deletion von gpsB ebenfalls in der Virulenz von L. monocytogenes manifestiert. Weiterhin 
konnte bereits gezeigt werden, dass DivIVA essenziell für die Virulenz von L. monocytogenes 
ist (Halbedel et al., 2012). Zur Untersuchung der Phagozytose von L. monocytogenes durch 
Makrophagen und der intrazellulären Replikation der ΔgpsB-Deletionsmutante wurden 
J774.A1-Mausmakrophagen verwendet. Die Phagozytose von L. monocytogenes wurde durch 
die Deletion von gpsB nicht beeinflusst (t=0, Abb. 22A). Die intrazelluläre Replikation von 
LMJR19 (ΔgpsB) war nach 6-stündiger Inkubation hingegen 4-fach niedriger als die vom 
Wildtypstamm (Abb. 22A). In einem Plaque-Formation-Assay konnte gezeigt werden, dass 
die Zell-zu-Zellausbreitung infolge der Deletion von gpsB leicht reduziert war, was sich in der 
Ausbildung kleinerer Plaques manifestierte (Abb. 22B). Der Wachstumsdefekt der ΔgpsB-
Mutante, der bei 37°C beobachtet werden konnte, spiegelt sich also in den verschiedenen 
Infektionsexperimenten auch in einer reduzierten intrazellulären Replikation wieder.  
Die Kooperationspartner Dr. Torsten Hain und Gopala Krishna Mannala (Universität Gießen) 
führten ein Infektionsexperiment mit Galleria mellonella (Wachsmottenlarven) durch 
(Rismondo et al., 2015a). Lediglich 43,3±5,8% der Larven, die mit dem Wildtypstamm 
infiziert wurden, waren 7 Tage nach der Injektion noch am Leben. Im Gegensatz dazu 
überlebten 90±10% der Larven, die mit dem Stamm LMJR19 (ΔgpsB) infiziert wurden (Abb. 
22C). Diese Attenuation der ΔgpsB-Mutante ist vergleichbar mit einer Mutante, bei der die 
gesamte Pathogenitätsinsel LIPI-1 deletiert wurde, welche sechs der wichtigsten 
Virulenzfaktoren von L. monocytogenes codiert (prfA, plcA, hly, mpl, actA und plcB) 
(Mukherjee et al., 2010). Aufgrund dieser Ergebnisse kann davon ausgegangen werden, dass 





Abb. 22: Einfluss der Deletion von gpsB auf die Pathogenität von L. monocytogenes 
(A) Intrazelluläre Replikation von L. monocytogenes in J774.A1 Mausmakrophagen. Vorkulturen der Stämme 
EGD-e (wt) und LMJR19 (ΔgpsB) wurden verwendet, um einen einschichtigen Zellrasen von J774.A1 
Mausmakrophagen zu infizieren. Die intrazelluläre Vermehrung wurde durch Probenentnahmen, die alle 2 h 
erfolgten, quantifiziert. (B) Plaque-Formation-Assay zur Analyse der Zell-zu-Zell-Ausbreitung. Die Stämme 
EGD-e (wt) und LMJR19 (ΔgpsB) wurden bis zur logarithmischen Wachstumsphase angezogen und dazu 
verwendet, eine konfluente Schicht von embryonalen 3T3-Maus-Fibroblasten zu infizieren. Plaques wurden drei 
Tage nach der Infektion mit Neutralrot angefärbt. Sie werden dort sichtbar, wo die Wirtszellen getötet wurden. 
(C) Überlebensrate von Galleria mellonella nach Infektion mit EGD-e (wt) und LMJR19 (ΔgpsB). Die Injektion 
von 0,9%-iger NaCl-Lösung in die Wachsmottenlarven diente als Kontrolle. Die Ergebnisse resultieren aus drei 
unabhängigen Infektionsexperimenten unter Verwendung von jeweils 10 Larven. 
 
3.5. Eine ∆gpsB ∆divIVA-Doppelmutante hat einen starken Zellteilungsdefekt 
Da die Deletion von gpsB und von divIVA zu einer stark reduzierten Virulenz von L. 
monocytogenes führte, wurde eine ∆gpsB ∆divIVA-Doppelmutante hergestellt, um zu sehen, 
ob die Kombination zu einem stärkeren Phänotyp als die der Einzelmutanten führt. Der 
Stamm LMJR28 (∆gpsB ∆divIVA) zeigte in J774.A1-Infektionsexperimenten eine zu ∆divIVA 
vergleichbare Attenuation (Daten nicht gezeigt).  
Beim Vergleich der Wachstumseigenschaften der Einzelmutanten und der ∆gpsB ∆divIVA-
Doppelmutante zeigte sich, dass die Deletion von divIVA den Wachstumsdefekt der ∆gpsB-
Mutante bei 42°C partiell supprimiert (Abb. A5A). Da die Autolysinsekretion in einer 
∆divIVA-Mutante beeinträchtigt ist, wurde eine ∆gpsB ∆secA2-Doppelmutante konstruiert 
(Halbedel et al., 2012). SecA2 ist eine akzessorische ATPase, die die Translokation von 











































zytoplasmatische Membran vermittelt (Lenz und Portnoy, 2002, Lenz et al., 2003, Halbedel et 
al., 2012). Die Deletion von secA2 in der ∆gpsB-Mutante führte ebenfalls zu einer partiellen 
Suppression des Wachstumsdefektes bei 42°C (Abb. A5B). Daher ist davon auszugehen, dass 
das gesteigerte Wachstum auf der Reduktion der Autolysinsekretion beruht. 
Neben dem Defekt in der Autolysinsekretion weist die ∆divIVA-Mutante einen 
Zellteilungsdefekt auf (Kaval et al., 2014). Daher wurden die Zellmembranen der ΔgpsB- und 
ΔdivIVA-Einzelmutante und der ΔgpsB ΔdivIVA-Doppelmutante mit Nilrot gefärbt und die 
Zelllänge von je 300 Zellen bestimmt (Abb. A5C). Dabei wurde deutlich, dass sowohl die 
∆divIVA-Mutante (1,39±0,5 µm) als auch die ∆gpsB-Mutante (1,41±0,4 µm) längere Zellen 
aufwiesen als der Wildtypstamm (1,25±0,2 µm, Abb. A5D). Das deckt sich auch mit den 
REM-Aufnahmen der ∆gpsB-Mutante (Abb. 8B). Im Gegensatz dazu hat die ∆gpsB ∆divIVA-
Doppelmutante (2.46±1.4 µm) die doppelte Zelllänge im Vergleich zu den Einzelmutanten 
(Abb. A5D). Die Zelllängen des Stammes LMJR28 (∆gpsB ∆divIVA) waren sehr heterogen 
und wiesen Zelllängen von bis zu 9,6 µm auf. Zudem waren die Zellen der ∆gpsB ∆divIVA-
Doppelmutante (0,39±0,04 µm) dünner als die der ∆divIVA- und ∆gpsB-Einzelmutante 
(0,47±0,04 µm und 0,45±0,05 µm) und die des Wildtypstammes (0,46±0,04 µm). Diese 
Ergebnisse lassen vermuten, dass GpsB und DivIVA, auch aufgrund der strukturellen 
Ähnlichkeit ihres N-Terminus, ähnliche oder überlappende Funktionen während der 
Zellteilung haben. 
 
3.6. GpsB reguliert die Aktivität von PBP A1 
3.6.1. Die Deletion von pbpA1 supprimiert den ΔgpsB-Phänotyp 
Bacterial Two-Hybrid (B2H)-Assays wiesen Interaktionen zwischen L. monocytogenes GpsB 
und 4 der 5 HMW PBPs (PBP A1, PBP B1-3) nach. Zudem konnte gezeigt werden, dass diese 
PBPs mit der LBD von GpsB interagieren (Dr. Stephanie Großhennig, persönliche 
Mitteilung). Diese Ergebnisse weisen darauf hin, dass ein funktioneller Zusammenhang 
zwischen GpsB und diesen PBPs bestehen könnte. Es ist bereits bekannt, dass GpsB an der 
Lokalisation von PBP1 in B. subtilis verantwortlich ist (Claessen et al., 2008). In S. 
pneumoniae stellt GpsB vermutlich die Verbindung zwischen FtsZ und anderen Proteinen, die 
während der Zellteilung am Ringschluss beteiligt sind, wie z.B. Pbp2x, her (Land et al., 
2013). Um herauszufinden, ob GpsB für die Regulation eines Penicillin-bindenden Proteins in 
L. monocytogenes verantwortlich ist, wurden alle HMW PBPs als zweite, IPTG-induzierbare 
ektopische Kopie ins Chromosom der ΔgpsB-Mutante integriert. Der Stamm LMJR33 
(ΔgpsB+pbpA1), der eine Kopie von pbpA1 besitzt, zeigte einen Wachstumsdefekt, wenn er 
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auf BHI-Platten ausgestrichen wurde, die IPTG enthielten. Die zusätzliche Expression der 
anderen vier PBPs in der ΔgpsB-Mutante hatte keinen Einfluss auf das Wachstum (Abb. 
23A). Die Überexpression von pbpA1 in der ΔgpsB-Mutante führte auch in BHI-
Flüssigmedium zu einem Wachstumsdefekt bei 37°C, der bei der Überexpression von pbpA1 
im Wildtyphintergrund (LMJR39) nicht beobachtet werden konnte (Abb. 23B). Zum 
Nachweis der Überexpression von pbpA1 wurden die PBPs aus den Proteinextrakten der 
Stämme LMJR33 (ΔgpsB+pbpA1) und LMJR39 (wt+pbpA1) mit Bocillin-FL markiert, als 
Kontrolle wurden der Wildtypstamm EGD-e und der Stamm LMJR19 (ΔgpsB) mitgeführt. 
Das PBP-Fluoreszenzgel zeigte, dass eine deutlich intensivere PBP A1-Bande bei 
Anwesenheit von IPTG in den Extrakten der Stämme LMJR33 und LMJR39 detektiert 
werden konnte (Abb. A6).  
Da die Überexpression von pbpA1 das Wachstum der ΔgpsB-Mutante beeinträchtigt, wurde 
vermutet, dass ein funktioneller Zusammenhang zwischen diesen beiden Proteinen besteht. 
Möglicherweise kommt es in der ΔgpsB-Mutante zu einer Deregulation der Aktivität von PBP 
A1. Sofern diese Hypothese zutrifft, sollte die Deletion von pbpA1 in der ΔgpsB-Mutante den 
gegenteiligen Effekt auf das Wachstum haben. Der Stamm LMJR38 (ΔgpsB ΔpbpA1) zeigte 
bei 37°C den gleichen Wachstumsdefekt wie der Stamm LMJR19 (ΔgpsB, Daten nicht 
gezeigt), jedoch wurde der Wachstumsdefekt der ΔgpsB-Mutante bei 42°C durch die 
zusätzliche Deletion von pbpA1 partiell supprimiert (Abb. 23C). Darüber hinaus reduzierte 
die Deletion von pbpA1 in der ∆gpsB ∆divIVA-Doppelmutante deren Zelllänge auf das 
Niveau der ∆gpsB-Einzelmutante (Abb. 23E). Daher ist davon auszugehen, dass der 
Zellteilungsdefekt der ∆gpsB ∆divIVA-Doppelmutante durch PBP A1 verursacht wird. Da die 
Suppression des Zellteilungs- und Wachstumsdefektes nur partiell ist, scheinen jedoch noch 
weitere Faktoren an dem ΔgpsB-Phänotyp beteiligt zu sein. 
Zudem konnte gezeigt werden, dass die Deletion von pbpA1 in der ∆gpsB-Mutante zur 
Reduktion der erhöhten Lysozymresistenz der ∆gpsB-Mutante führte. Die ∆gpsB ∆pbpA1-
Doppelmutante wies dabei sogar eine niedrigere Resistenz gegenüber Lysozym auf als der 
Wildtypstamm (Abb. 23D). Die Lysozymresistenz der ∆gpsB-Mutante wird somit über einen 
Prozess vermittelt, an dem PBP A1 beteiligt ist. 
Unter Verwendung einer GFP-PBP A1-Fusion wurde die Lokalisation von PBP A1 überprüft. 
Dabei zeigten sich keine Unterschiede zwischen dem Wildtypstamm (LMS44) und der 
ΔgpsB-Mutante (LMJR29). GFP-PBP A1 lokalisierte hauptsächlich am Septum und partiell 
an der Zellperipherie (Abb. A7A). Mit Hilfe von Van-FL, einem Fluorescein-markierten 
Vancomycin, kann die naszierende Peptidoglykansynthese in Bakterienzellen nachgewiesen 
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werden. Hierbei zeigten sich bei der ΔgpsB-Mutante ebenfalls keine Veränderungen im 
Vergleich zum Wildtypstamm (Abb. A7B). GpsB hat somit keinen Einfluss auf die 
Lokalisation von PBP A1. 
 
3.6.2. GpsB reguliert die Aktivität von PBP A1 
Da die gleichzeitige Deletion von pbpA1 und pbpA2 in L. monocytogenes nicht toleriert 
werden kann, sollte die Beteiligung von GpsB an der PBP A1-Aktivität durch Konstruktion 
einer ∆gpsB ∆pbpA2-Doppelmutante überprüft werden. Mehrere Versuche, pbpA2 im Stamm 
LMJR19 (ΔgpsB) zu deletieren, scheiterten, was auf eine Letalität dieser Kombination 
schließen lässt. Daher wurde eine ∆pbpA2-Deletionsmutante hergestellt, die lediglich eine 
ektopische IPTG-induzierbare Kopie von gpsB im Chromosom besitzt (LMJR108 – IgpsB 
∆pbpA2). Für Wachstumsexperimente wurde GpsB im Stamm LMJR108 vordepletiert, d.h. 
der Stamm wurde über 24 h in Abwesenheit des Induktors kultiviert und anschließend zum 
Beimpfen einer frischen BHI-Kultur mit und ohne IPTG verwendet. In Anwesenheit von 
IPTG konnte LMJR108 (IgpsB ∆pbpA2) bei 37°C wachsen, bei Abwesenheit zeigte sich 
jedoch ein starker Wachstumsdefekt dieser Mutante (Abb. 23F). PBP A2 wird somit in 
Abwesenheit von GpsB essenziell, was bedeutet, dass die Aktivität von PBP A1 in der 
ΔgpsB-Mutante stark beeinträchtigt ist und die Funktion nicht mehr ausreichend ausüben 
kann. Demnach wird die Transglykosylase-Aktivität in Abwesenheit von GpsB und PBP A2 
(LMJR108) sehr stark reduziert sein, wodurch das Peptidoglykan des Stammes LMJR108 





Abb. 23: GpsB ist an der Regulation der PBP A1-Aktivität beteiligt 
(A) Überexpression der HMW PBPs in der ΔgpsB-Mutante. Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), 
LMJR31 (ΔgpsB+pbpB3), LMJR32 (ΔgpsB+pbpB1), LMJR33 (ΔgpsB+pbpA1), LMJR34 (ΔgpsB+pbpB2) und 
LMJR35 (ΔgpsB+pbpA2) wurden auf BHI-Platten, die 1 mM IPTG enthalten, ausgestrichen und bei 37°C 
inkubiert. (B) Einfluss der Überexpression von pbpA1 auf das Wachstum von EGD-e und der ΔgpsB-Mutante in 
Flüssigkultur. Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR33 (ΔgpsB+pbpA1) und LMJR39 (wt+pbpA1) 
wurden in BHI-Medium ± 1 mM IPTG bei 37°C kultiviert. (C) Suppression des Wachstumsdefektes der ΔgpsB-
Mutante bei 42°C durch Deletion von pbpA1. Das Wachstum der Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), 
LMS57 (ΔpbpA1) und LMJR38 (ΔgpsB ΔpbpA1) wurde während der Anzucht bei 42°C in BHI-Medium 
verfolgt. (D) Reduzierte Lysozymresistenz einer ΔgpsB ΔpbpA1-Mutante. Die Stämme aus (C) wurden in BHI-
Medium bei 37°C bis zu einer OD600≈0,8 angezogen. Nach Zentrifugation wurde das entstandene Zellpellet in 
50 mM Tris-HCl-Puffer pH8,0 resuspendiert und 2,5 µg/ml Lysozym zugegeben. Die Abnahme der optischen 
Dichte (λ=600 nm) wurde über die Zeit photometrisch bestimmt. (E) Zelllängenverteilung der Stämme EGD-e 
(wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR28 (ΔgpsB ΔdivIVA) und LMJR42 (ΔgpsB ΔdivIVA ΔpbpA1) nach Anzucht in 
BHI-Medium bei 37°C bis zur mittleren logarithmischen Wachstumsphase. Von jedem Stamm wurde die 
Zelllänge von 300 Zellen bestimmt. (F) Synthetische Letalität von gpsB und pbpA2. Zur vollständigen Depletion 
von GpsB im Stamm LMJR108 (IgpsB ΔpbpA2) wurde eine Vorkultur mit IPTG kultiviert, gewaschen und zur 
Beimpfung von frischem BHI-Medium ohne IPTG verwendet. Diese wurde 24 h bei 37°C inkubiert und 
anschließend für die Wachstumskurve eingesetzt. Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMS64 (ΔpbpA2) 
und LMJR108 (IgpsB ΔpbpA2) wurden in BHI-Medium ± 1 mM IPTG bei 37°C kultiviert und die optische 
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3.6.3. Ein Ungleichgewicht zwischen Transpeptidierung und Transglykosylierung in der 
ΔgpsB-Mutante 
L. monocytogenes PBP A1 ist ein bi-funktionales Penicillin-bindendes Protein, d.h. es besitzt 
Transglykosylase (TG)- und Transpeptidase (TP)-Aktivität. Um herauszufinden, ob GpsB die 
Aktivität der Transpeptidase, der Transglykosylase oder beider Domänen beeinflusst, wurden 
Mutationen in den konservierten Motiven eingefügt und auf ihren Effekt auf das Wachstum 
der ∆gpsB-Mutante getestet (Abb. 24A). Die konservierten Motive der Transglykosylase von 
L. monocytogenes sind E116DxxFxxHxG, G147xSTxTQQ, R170KxxE, K187xxIxxxYxN und 
R252xxxxL und die konservierten Bereiche der Transpeptidase bestehen aus den Motiven 
S390xxK, S446xN und K570TG (Zawadzka-Skomial et al., 2006, Jeong et al., 2013). Alle PBP 
A1-Varianten wurden mit einem C-terminalen Flag-tag versehen und im ∆gpsB ∆pbpA1-
Hintergrund exprimiert. Die Expression von pbpA1-flag infolge der Anwesenheit des 
Induktors führte in der ΔgpsB ΔpbpA1-Mutante (LMJR60+IPTG) zu dem bereits in Abb. 23B 
beschriebenen Wachstumsdefekt. Somit kann davon ausgegangen werden, dass das 
Fusionsprotein exprimiert wird und funktionell ist. Dahingegen resultierte die Expression von 
pbpA1-flag mit Mutation von F120 und S149/T150 zu Alanin im ΔgpsB ΔpbpA1-Hintergrund 
(LMJR58 und LMJR61) in keiner Veränderung des Wachstumsverhaltens im Vergleich zur 
ΔgpsB ΔpbpA1-Doppelmutante (LMJR38). Die Stämme LMJR58 (∆gpsB ∆pbpA1 pIMK3-
pbpA1F120A-flag) und LMJR61 (∆gpsB ∆pbpA1 pIMK3-pbpA1S149A T150A-flag) hatten 
im Vergleich zum Stamm LMJR60, der das Wildtyp pbpA1-flag-Allel exprimiert, einen 
Wachstumsvorteil (Abb. 24B-C). Daraus kann geschlossen werden, dass die PBP A1-Flag-
Proteine mit den Mutationen F120A und S149A/T150A inaktiv sind. In Abwesenheit von 
IPTG wuchsen die Stämme LMJR58 (∆gpsB ∆pbpA1 pIMK3-pbpA1F120A-flag) und 
LMJR61 (∆gpsB ∆pbpA1 pIMK3-pbpA1S149A T150A-flag) wie der Stamm LMJR38 (ΔgpsB 
ΔpbpA1, Daten nicht gezeigt). Die Expression der mutierten pbpA1-flag-Varianten im 
ΔpbpA1-Hintergrund (LMJR52 - ∆pbpA1 pIMK3-pbpA1F120A-flag, LMJR53 - ∆pbpA1 
pIMK3-pbpA1S149A T150A-flag) resultierte in einem leichten Wachstumsdefekt, der jedoch 
vergleichbar mit dem Wachstumsdefekt von LMJR49 (∆pbpA1 pIMK3-pbpA1-flag) ist, der 
das Wildtyp pbpA1-flag-Allel exprimiert (Daten nicht gezeigt). Im Gegensatz dazu führte die 
Expression von pbpA1-flag mit Mutationen in der TP-Domäne, S390A, S446A und T571A, 
dazu, dass die Stämme LMJR59 (∆gpsB ∆pbpA1 pIMK3-pbpA1S446A-flag), LMJR62 
(∆gpsB ∆pbpA1 pIMK3-pbpA1S390A-flag) und LMJR63 (∆gpsB ∆pbpA1 pIMK3-
pbpA1T571A-flag) in Gegenwart von IPTG nicht mehr wachsen konnten (Abb. 24C). In 
Abwesenheit von IPTG wiesen diese Stämme ein zu LMJR38 (ΔgpsB ΔpbpA1) 
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vergleichbares Wachstum auf (Daten nicht gezeigt). Darüber hinaus wuchsen die Stämme 
LMJR54 (∆pbpA1 pIMK3-pbpA1S390A-flag), LMJR55 (∆pbpA1 pIMK3-pbpA1S446A-flag) 
und LMJR56 (∆pbpA1 pIMK3-pbpA1T571A-flag) in Anwesenheit von IPTG wie der Stamm 
LMJR49 (∆pbpA1 pIMK3-pbpA1-flag), der das Wildtyp pbpA1-flag-Allel exprimiert (Daten 
nicht gezeigt). Die TP-Mutationen führen lediglich zur Inaktivierung der Transpeptidase, 
während die Aktivität der Transglykosylase nicht beeinträchtigt wird (Rogers et al., 1980, 
Ward, 1984, Kohlrausch und Höltje, 1991, Born et al., 2006). Scheinbar ist die ∆gpsB-
Mutante überempfindlich gegenüber einer von ihrer TP-Aktivität entkoppelten 
Transglykosylase-Aktivität in PBP A1.  
 
 
Abb. 24: Mutationen in der Transpeptidase-
Domäne von PBP A1 sind letal in der L. 
monocytogenes ΔgpsB-Mutante 
(A) Domänenarchitektur des bi-funktionellen 
Penicillin-bindenden Proteins PBP A1. Mutationen, 
die zu einem Funktionsverlust der Transglykosylase- 
bzw. der Transpeptidase-Domäne führen, sind 
angegeben (Zawadzka-Skomial et al., 2006, Jeong et 
al., 2013). (B) Einfluss der Expression von pbpA1-
flag auf das Wachstum der ΔgpsB-Mutante. Die 
Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMS57 
(ΔpbpA1), LMJR38 (ΔgpsB ΔpbpA1) und LMJR60 
(ΔgpsB ΔpbpA1 pIMK3-pbpA1-flag) wurden in BHI-
Medium ± 1 mM IPTG bei 37°C kultiviert. (C) 
Wachstum von ΔgpsB ΔpbpA1-Mutanten, die mutierte 
Varianten von pbpA1-flag exprimieren. Die 
Mutationen befinden sich entweder in der 
Transglykosylase-Domäne (LMJR58, F120A; 
LMJR61, S149A T150A) oder der Transpeptidase-
Domäne (LMJR59, S446A; LMJR62, S390A; 
LMJR63, T571A). Die Stämme wurden in BHI-
Medium ohne IPTG vorkultiviert und zum Animpfen 
von Kulturen verwendet, die 1 mM IPTG enthielten. 
Das Wachstum wurde durch 15-minütige Messungen 
der optischen Dichte in einem Mikroplatten-Reader 
verfolgt. Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB) 
und LMJR60 (ΔgpsB ΔpbpA1 pIMK3-pbpA1-flag) 
wurden als Kontrollen mitgeführt. 
 
3.7. Komplementationsstudien zur Identifizierung funktioneller Aminosäuren in GpsB 
Die Kristallstruktur des N- und C-Terminus von L. monocytogenes GpsB wurde durch die 
Kooperationspartner Prof. Dr. Richard J. Lewis und Dr. Robert M. Cleverley (Newcastle 































































relevanter Aminosäuren zur Funktion von GpsB zu untersuchen, wurden 
Komplementationsstudien durchgeführt. Der N-Terminus bildet eine Furche bestehend aus 
den konservierten Aminosäuren L16, E19, K21, T22, Y27, S28, E30, D31, D33, E34, L36, 
D37 und I40, die vorrangig negativ geladenen sind (Daten nicht gezeigt). Diese Struktur 
könnte möglicherweise an Interaktionen mit positiv-geladenen Bereichen der 
Interaktionspartner von GpsB, wie beispielsweise PBP A1, beteiligt sein. In unmittelbarer 
Nähe der Aminosäure V32, die an der Dimerisierung von GpsB beteiligt ist (Stephanie 
Großhennig, persönliche Mitteilung), befindet sich L36A. Diese Aminosäure könnte auch für 
die Dimerbildung von GpsB verantwortlich sein. Zur Identifizierung funktionell relevanter 
Aminosäuren wurden die Aminosäuren L24, R25, Y27, V32, D33, L36, D37 und I40 gegen 
Alanin ausgetauscht und der Einfluss der Expression dieser GpsB-Varianten auf das 
Wachstum der ΔgpsB-Mutante bei 42°C untersucht. Der Austausch der Aminosäuren Y27, 
V32, D33 und L36 zu Alanin resultierte in der Inaktivität dieser GpsB-Proteine (Abb. 25A). 
Die Mutation der Aminosäuren L24 und R25, die an der Membranbindung beteiligt sind 
(Abb. 6B), und der Aminosäuren D37 und I40, die in der beschriebenen Furche lokalisiert 
sind, führten zu intermediären Phänotypen (Abb. 25A). Die Aminosäuren D37 und I40 sind 
näher an der Oberfläche des GpsB-Proteins lokalisiert, wohingegen die Aminosäuren Y27, 
V32, D33 und L36 mehr ins Proteininnere gerichtet sind (Abb. 25C). Die Expression aller 
gpsB-Varianten konnte mittels Westernblot nachgewiesen werden. Ein DivIVA-Westernblot 
wurde zur Überprüfung der gleichmäßigen Beladung mitgeführt (Abb. 25B). Da die Mutation 
der Aminosäuren, die an der Dimerisierung von GpsB beteiligt sind (V32 und L36) und die 
Aminosäuren, die für die PBP A1-Bindung essenziell sind (Y27, D33, D37 und I40, Dr. Sven 
Halbedel, persönliche Mitteilung) zu einer starken Beeinträchtigung der Aktivität von GpsB 
führte, scheinen die Dimerisierung von GpsB und die Interaktion mit PBP A1 essenzielle 
Bedingungen für die Funktionalität von GpsB zu sein. 
Die C-terminalen Aminosäuren R83 und E88 des GpsB aus B. subtilis, die in LmGpsB R96 
und E101 entsprechen, bilden eine Salzbrücke, die möglicherweise zur Stabilisierung des 
Hexamers beiträgt (Rismondo et al., 2015a). Die Expression von gpsBR96A und gpsBE101A 
in der ΔgpsB-Mutante, die mit Hilfe eines Westernblots nachgewiesen werden konnte (Abb. 
25E), konnte den Wachstumsdefekt bei 42°C nicht komplementieren (Abb. 25D). Beide 
GpsB-Varianten wurden als Strep-tag-Fusionsproteine aufgereinigt und in einer Blue-Native 
PAGE analysiert (Abb. 25F, bereitgestellt von Dr. Sven Halbedel). Während GpsB-Strep ein 
Molekulargewicht von ca. 66 kDa aufwies, liefen die Proteine GpsB R96A-Strep und GpsB 
E101A-Strep bei ca. 40 kDa (Abb. 25F, Dr. Sven Halbedel, persönliche Mitteilung). Die 
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Deletion des C-Terminus von gpsB (GpsB1-89-Strep) führte nur zur Bildung eines Dimeres mit 
einem Molekulargewicht von ca. 30 kDa (Abb. 25F). Die Mutation der beiden Aminosäuren, 
R96A und E101A, verhinderte somit die Trimerisierung des C-Terminus und damit die 
Hexamerbildung, die essenziell für die Funktionalität von GpsB ist.  
 
 
Abb. 25: Komplementationsstudien zur Identifizierung funktionell relevanter Aminosäuren in GpsB 
(A) Einfluss von Mutationen im N-Terminus auf das Wachstum der ΔgpsB-Mutante. Die Stämme LMS56 
(ΔgpsB +gpsB), LMJR68 (ΔgpsB+gpsBL24A), LMJR4 (ΔgpsB+gpsBR25A), LMJR130 (ΔgpsB+gpsBY27A), 
LMJR131 (ΔgpsB+gpsBV32A), LMJR132 (ΔgpsB+gpsBL36A), LMJR133 (ΔgpsB+gpsBD37A), LMJR134 
(ΔgpsB+gpsBI40A) und LMJR135 (ΔgpsB+gpsBD33A) wurden in Anwesenheit von 1 mM IPTG bei 42°C in 
BHI-Medium inkubiert und die optische Dichte (λ=600 nm) stündlich bestimmt. EGD-e (wt) und LMJR19 
(ΔgpsB) wurden als Kontrolle mitgeführt. (B) Westernblot zur Überprüfung der gpsB-Expression der Stämme 
aus (A) nach Wachstum bei 37°C. Die Detektion von DivIVA diente als Ladekontrolle. (C) Darstellung der N-
terminalen Mutationen in der Kristallstruktur von GpsB. (D) Einfluss C-terminaler Mutationen auf das 
Wachstum der ΔgpsB-Mutante. Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB) LMS56 (ΔgpsB+gpsB), LMJR163 
(ΔgpsB+gpsBL24A) und LMJR164 (ΔgpsB+gpsBR25A) wurden wie unter (A) beschrieben bei 42°C 
angezogen. (E) Westernblot zur Überprüfung der gpsB-Expression der Stämme aus (D) nach Wachstum bei 
37°C. Die Detektion von DivIVA diente als Ladekontrolle. (F) Blue-Native PAGE zur Untersuchung der 
Oligomerisierung von GpsB-Strep, GpsB1-89-Strep, GpsB R96A-Strep und GpsB E101A-Strep. Abbildung zur 











































































3.8. Analyse von ∆gpsB-Suppressoren 
3.8.1. Identifikation von ∆gpsB-Suppressormutationen 
Das Isolieren und Analysieren von Suppressoren bietet eine gute Möglichkeit, funktionelle 
Zusammenhänge zwischen einem betrachteten Gen und anderen Genen aufzuklären und 
dessen Interaktionspartner zu identifizieren (Prelich, 1999). Die Deletion von gpsB führte 
dazu, dass L. monocytogenes nicht mehr bei 42°C wachsen kann. Nach einer eintägigen 
Inkubation einer BHI-Platte, die mit dem Stamm LMJR19 (ΔgpsB) beimpft wurde, war kein 
Wachstum dieses Stammes zu erkennen (Daten nicht gezeigt). Nach weiterer Inkubation bei 
42°C bildete die ΔgpsB-Mutante spontane Suppressoren (Abb. 26). Für weitere Analysen 




Abb. 26: Bildung von Suppressorkolonien bei Wachstum bei 42°C 
Der Wildtypstamm EGD-e (wt) und LMJR19 (ΔgpsB) wurden auf BHI-Platten ausgestrichen und für 2 Tage bei 
42°C inkubiert. Die ΔgpsB-Mutante bildet unter diesen Bedingungen spontane Suppressoren (Pfeile). 
 
Die Position der Suppressormutationen wurde durch Genomsequenzierung unter Verwendung 
des MiSeq-Systems (Illumina) identifiziert. Dazu wurden die erhaltenen Sequenzrohdaten 
gegen das Referenzgenom des Wildtypstammes EGD-e gemappt (Glaser et al., 2001). Dabei 
konnten Mutationen in den Genen murZ (lmo2552), clpC (lmo0232), lmo1549, lmo1921 und 
lmo2550 nachgewiesen werden (Tab. 17). clpC (lmo0232) codiert für die ATPase-
Untereinheit der Clp-Protease und murZ (lmo2552) für eine der beiden UDP-N-
Acetylglucosamin 1-Carboxyvinyltransferasen, die L. monocytogenes besitzt. Die 
Suppressoren shg4 (∆gpsB clpCR254A), shg5 (∆gpsB clpCR254A lmo1549L44A), shg6 
(∆gpsB lmo2550E38G murZK23E) und shg8 (∆gpsB lmo1921H87Y) wiesen Punktmutation 
in den Genen clpC, murZ, lmo1549, lmo1921 bzw. lmo2550 auf, die zu einem 
Aminosäureaustausch führten. Bei den Suppressoren shg9 (∆gpsB murZ1-253), shg10 (∆gpsB 
lmo19211-74), shg11 (∆gpsB lmo19211-74) und shg13 (∆gpsB lmo19211-74) führte eine 




Lmo1921 in diesen Suppressoren trunkiert sind. Im Gegensatz dazu kam es in Suppressor 
shg7 (∆gpsB murZ1-99) zur Insertion von zwei Basenpaaren in das Codon der Aminosäure 101 
von murZ. Aufgrund des dadurch resultierenden Frameshifts wird auch in diesem Stamm ein 
trunkiertes MurZ synthetisiert. Dieses Protein, MurZ1-99, besteht aus 99 Aminosäuren, die der 
MurZ-Sequenz entsprechen, gefolgt von 41 Aminosäuren, die von der MurZ-Sequenz 
abweichen. Die Kristallstruktur von MurA aus E. coli und L. monocytogenes zeigt, dass MurA 
zwei globuläre Domänen bildet, die über einen Linker verbunden sind. Das aktive Zentrum 
von MurA befindet sich zwischen diesen beiden Domänen (Skarzynski et al., 1996, Halavati 
et al., unpublished). Da MurA und MurZ die gleiche Funktion ausüben, ist davon auszugehen, 
dass MurZ eine ähnliche Struktur ausbildet. In den Proteinen MurZ1-253 und MurZ1-99 ist 
lediglich eine der beiden globulären Domänen vollständig bzw. nur zum Teil vorhanden und 
die Aktivität der Proteine dadurch vermutlich eingeschränkt. In Suppressor shg12 (∆gpsB 
lmo1503RBS) wurde eine Punktmutation in der Ribosomen-Bindestelle von lmo1503 
identifiziert. Für die Stämme shg1-3 konnten keine Mutationen gefunden werden, daher 
wurden sie nicht weiter betrachtet. 
 
Tab. 17: Suppressormutationen der Stämme shg1-13 
Suppressor Mutation 11 Mutation 21 
shg1 ?  
shg2 ?  
shg3 ?  
shg4 clpCR254S  
shg5 clpCR254S lmo1549L44S 
shg6 lmo2550E38G murZK23E 
shg7 murZ1-99  
shg8 lmo1921H87Y  
shg9 murZ1-253  
shg10 lmo19211-74  
shg11 lmo19211-74  
shg12 lmo1503RBS  
shg13 lmo19211-74  
1 die Aminosäurepositionen der Mutationen sind jeweils angegeben 
 
Zur Quantifizierung des Suppressionsgrades wurden die Wachstumseigenschaften und die 
Lysozymresistenz der Suppressoren bestimmt. Alle Suppressorstämme wiesen ein mit dem 
Wildtypstamm vergleichbares Wachstum bei 37°C auf (Daten nicht gezeigt). Auch der 
Wachstumsdefekt der ΔgpsB-Mutante bei 42°C wurde durch die Suppressormutationen 
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nahezu vollständig supprimiert (Abb. 27B). Weiterhin führten die Mutationen in den 
Suppressoren zu einem Verlust der erhöhten Lysozymresistenz im Vergleich zur 
unsupprimierten ΔgpsB-Mutante, welche jetzt dem Wildtyp-Niveau entspricht. Eine 
Ausnahme bildete shg6 (∆gpsB lmo2550E38G murZK23E), der eine immer noch leicht 




Abb. 27: Suppression des ΔgpsB-Phänotyps in den shg-Stämmen 
(A) Die L. monocytogenes-Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB) und shg4-13 wurden in BHI-Medium bei 
42°C kultiviert und die optische Dichte (λ=600 nm) stündlich gemessen. (B) Bestimmung der Lysozym-
induzierten Autolyse der Suppressoren der ΔgpsB-Mutante. Die Stämme aus (A) wurden in BHI-Medium bei 
37°C bis zu einer OD600≈0,8 angezogen. Nach dem die Zellen gewaschen und in 50 mM Tris-HCl-Puffer pH8,0 
resuspendiert wurden, wurde die Kultur mit 2,5 µg/ml Lysozym versetzt. Die Abnahme der optischen Dichte 
(λ=600 nm) wurde über die Zeit photometrisch bestimmt. Mittelwerte und Standardabweichungen ergeben sich 
aus den Werten von drei unabhängigen Experimenten. 
 
Um zu überprüfen, ob die Expression der in den shg-Suppressoren mutierten Gene einen 
dominanten Einfluss auf das Wachstum der ΔgpsB-Mutante hat, wurden sie als ektopische, 
IPTG-induzierbare Kopien in das Chromosom des Stamms LMJR19 (ΔgpsB) integriert. Die 
Expression von lmo19211-74 führte zu einer starken Suppression des Wachstumsdefektes, die 
zusätzliche Expression von lmo1549L44S, lmo1921H87Y, murZK23E und murZ1-253 äußerte 
sich hingegen in einem intermediären Phänotyp (Abb. 28A). Diese mutierten Allele sind 
somit dominant gegenüber ihrem jeweiligen Wildtyp-Allel. Der Wachstumsdefekt der ΔgpsB-
Mutante konnte durch die Expression von clpCR254S, murZ1-99, lmo1503 und lmo2550E38G 
hingegen nicht supprimiert werden (Abb. 28A). Zur Kontrolle wurden die Wildtyp-Allele von 
lmo1549, lmo1921 und murZ ebenfalls in der ∆gpsB-Mutante exprimiert, was keinen 
supprimierenden Einfluss auf das Wachstum der ΔgpsB–Stämme LMJR105 
(ΔgpsB+lmo1549), LMJR106 (ΔgpsB+lmo1921) und LMJR107 (ΔgpsB+murZ) bei 42°C 
hatte (Abb. 28B). Interessant war jedoch, dass die Überexpression von lmo1503 zur 

























































37°C führte. Die Überexpression von lmo1503 im Wildtypstamm hatte hingegen keinen 
Einfluss auf das Wachstum von Stamm LMJR102 (wt+lmo1503) (Abb. 28C). Der Einfluss 
der Expression der shg-Gene auf das Wachstum der ΔgpsB-Mutante lässt sich somit in 4 
Klassen unterteilen: Die Expression der shg-Gene führt zu einer nahezu vollständigen 
Suppression des Wachstumsdefektes der ΔgpsB-Mutante (lmo19211-74), zu einer partiellen 
Suppression (lmo1549L44S, lmo1921H87Y, murZK23E, murZ1-253), hatte keinen Einfluss auf 
das Wachstum der ΔgpsB-Mutante (clpCR254S, murZ1-99, lmo2550E38G) oder führte zur 
Steigerung des Wachstumsdefektes (lmo1503).  
 
Abb. 28: Effekt der ektopischen Expression der shg-Gene auf das Wachstum von ΔgpsB-Stämmen 
(A) Expression der shg-Gene in ΔgpsB-Stämmen. Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR89 (ΔgpsB 
+clpCR254S), LMJR90 (ΔgpsB+lmo1549L44S), LMJR91 (ΔgpsB+lmo1921H87Y), LMJR92 
(ΔgpsB+lmo19211-74), LMJR93 (ΔgpsB+murZK23E), LMJR94 (ΔgpsB+murZ1-99), LMJR95 (ΔgpsB+murZ1-253), 
LMJR96 (ΔgpsB+lmo1503) und LMJR97 (ΔgpsB+lmo2550E38G) wurden in BHI-Medium, das bei den 
Stämmen LMJR89-97 mit 1 mM IPTG versetzt wurde, bei 42°C angezogen und die optische Dichte (λ=600 nm) 
stündlich bestimmt. (B) Expression der Wildtyp-Allele von lmo1549, lmo1921 und murZ im ΔgpsB-Hintergrund. 
Das Wachstum der Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR105 (ΔgpsB+lmo1549), LMJR106 
(ΔgpsB+lmo1921) und LMJR107 (ΔgpsB+murZ) wurde während der Kultivierung in BHI-Medium (+ 1 mM 
IPTG für LMJR105-107) bei 42°C dokumentiert. (C) Einfluss der ektopischen Expression von lmo1503 auf das 
Wachstum von Wildtyp- und ΔgpsB-Stämmen. Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR102 
(wt+lmo1503) und LMJR96 (ΔgpsB+lmo1503) wurden bei 37°C kultiviert und das Wachstum photometrisch 
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3.8.2. Suppression des ΔgpsB-Phänotyps durch Deletion von murZ 
Die ektopische Expression der beiden Allele murZK23E und murZ1-253 supprimiert den 
Wachstumsdefekt der ΔgpsB-Mutante. Die Mutation K23E in MurA aus Enterobacter 
cloacae führte zu einer 0,5%-igen Aktivität des Proteins im Vergleich zum Wildtyp-MurA 
(Samland et al., 1999). Sehr wahrscheinlich weist auch MurZ1-253 eine reduzierte oder sogar 
keine Aktivität auf, da eine der kugelförmigen Domänen fehlt und das aktive Zentrum von 
MurZ nicht mehr vollständig gebildet werden kann. Daher lag der Verdacht nahe, dass MurZ 
K23E und MurZ1-253 mit dem Wildtypprotein interagieren und dessen Funktion unterdrücken. 
Demzufolge müsste die Deletion des murZ-Gens ebenfalls zur Suppression des 
Wachstumsdefektes der ΔgpsB-Mutante führen. Der Wachstumsdefekt der ΔgpsB-Mutante 
konnte tatsächlich durch die zusätzliche Deletion von murZ nahezu vollständig supprimiert 
werden (Stamm LMJR103, Abb. 29A). Die Deletion von murZ im Wildtypstamm (LMJR104) 
hatte hingegen keinen Einfluss auf das Wachstum bei 42°C. Um zu überprüfen, ob die 
Deletion von murZ auch den Zellteilungsdefekt der ΔgpsB-Mutante supprimiert, wurde die 
Zelllänge der ΔmurZ-Deletionsstämme bestimmt. Hierbei konnte gezeigt werden, dass die 
Deletion von murZ zu einer Verlängerung der Zellen im Vergleich zum Wildtypstamm führte 
(LMJR104, 1,37±0,4 µm, wt, 1,21±0,22 µm), die jedoch vergleichbar mit der Zelllänge des 
Stammes LMJR19 (ΔgpsB, 1,43±0,6 µm) ist. Die Deletion von murZ in der ΔgpsB-Mutante 
führte zu keiner zusätzlichen Veränderung (LMJR103, 1,4±0,3 µm, Abb. 29B).  
 
 
Abb. 29: Einfluss der Deletion von murZ auf Wachstum und Zelllänge 
(A) Wachstum der L. monocytogenes ΔmurZ- und ΔgpsB ΔmurZ-Mutante. Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 
(ΔgpsB), LMJR104 (ΔmurZ) und LMJR103 (ΔgpsB ΔmurZ) wurden in BHI-Medium bei 42°C angezogen und 
die optische Dichte (λ=600 nm) stündlich gemessen. (B) Zelllängenverteilung der Stämme aus (A) nach einer 
Inkubation bei 37°C bis zur mittleren logarithmischen Wachstumsphase. Von jedem Stamm wurde die Zelllänge 















































3.8.3. Die MurA-Mengen beeinflussen den ΔgpsB-Phänotyp 
Die zweite UDP-N-Acetylglucosamin 1-Carboxyvinyltransferase aus L. monocytogenes, 
MurA, wird durch das Gen lmo2526 codiert. Um zu überprüfen, ob MurA ebenfalls einen 
Einfluss auf das Wachstum der ΔgpsB-Mutante hat, sollte eine ΔmurA-Deletionsmutante 
hergestellt werden. Mehrere Versuche, das murA-Gen zu deletieren, scheiterten, weshalb 
vermutet wurde, dass es sich um ein essenzielles Gen in L. monocytogenes handelt. Aufgrund 
dessen wurde ein Stamm hergestellt, der eine ektopische, IPTG-induzierbare Kopie von murA 
aufwies. In diesem Stamm konnte das chromosomal codierte murA-Gen (lmo2526) deletiert 
werden. Um den Einfluss der MurA-Depletion auf das Wachstum der ΔgpsB-Mutante zu 
testen, wurden IPTG-haltige Vorkulturen der MurA-Depletionsstämme (LMJR122 – ImurA 
ΔgpsB und LMJR123 – ImurA) verwendet, um frische Kulturen, die kein IPTG enthielten, 
anzuimpfen. Dabei zeigte sich, dass das Wachstum des Stammes LMJR123 (ImurA) in 
Abwesenheit von IPTG im Vergleich zum Wildtypstamm bei 37°C verlangsamt ist. Die 
Depletion von MurA im Stamm LMJR122 (ImurA ΔgpsB) verhinderte jedoch das Wachstum 
bei 37°C nahezu vollständig (Abb. 30A). Die ΔgpsB-Mutante ist somit besonders sensitiv 
gegenüber der Depletion von MurA, was auf einen funktionellen Zusammenhang zwischen 
beiden Proteinen hinweist. Bei 42°C hingegen konnten beide MurA-Depletionsstämme nicht 
in Abwesenheit von IPTG wachsen (Abb. 30A-B). 
Da MurA durch Fosfomycin inhibiert werden kann (Kim et al., 1996, De Smet et al., 1999, 
Eschenburg et al., 2005), wurde die Fosfomycinresistenz vom Wildtypstamm und des 
Stammes LMJR19 (ΔgpsB) bestimmt. Die im Vergleich zum Wildtypstamm erhöhte 
Sensitivität der ΔgpsB-Mutante gegenüber Fosfomycin deckte sich mit der erhöhten 
Sensitivität gegenüber der MurA-Depletion (Abb. 30A+C). 
Interessanterweise führte die Anwesenheit von IPTG im Stamm LMJR122 (ImurA ΔgpsB) zu 
einer partiellen Suppression des Wachstumsdefektes bei 37°C und 42°C (Abb. 30A-B). Die 
Induktion des Phelp-Promotors mit 1 mM IPTG führt in der Regel zur Überexpression der 
nachgeschalteten Gene. Um zu überprüfen, ob in Anwesenheit von IPTG tatsächlich eine 
murA-Überexpression vorliegt, wurden Westernblot-Analysen unter Verwendung von 
MurAA-Antikörpern durchgeführt. MurAA ist das MurA-Homolog in B. subtilis, das eine 
Identität von 72% gegenüber MurA aus L. monocytogenes aufweist, wodurch die 
Verwendung des MurAA-spezifischen Antikörpers möglich war. Die Westernblots zeigen, 
dass in Abwesenheit von IPTG kein MurA in den Stämmen LMJR122 (ImurA ΔgpsB) und 
LMJR123 (ImurA) nachgewiesen werden konnte. Im Gegensatz dazu sind die MurA-Mengen 
unter Induktionsbedingungen bei den Stämmen LMJR122 (ImurA ΔgpsB) und LMJR123 
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(ImurA) deutlich höher als im Wildtypstamm und der ΔgpsB-Mutante (Abb. 30D). Die 
Überexpression von murA im Stamm LMJR122 (ImurA ΔgpsB) scheint somit zur Suppression 
des Wachstumsdefektes der ΔgpsB-Mutante zu führen. 
Um zu testen, ob die alleinige Überexpression von murA für die Suppression des 
Wachstumsdefektes der ∆gpsB-Mutante ausreichend ist, wurde eine zweite, IPTG-
induzierbare murA-Kopie in die ∆gpsB-Mutante eingebracht (Stamm LMJR117, 
ΔgpsB+murA). In Abwesenheit von IPTG wies der Stamm die Wachstumscharakteristika der 
ΔgpsB-Mutante bei 37°C und 42°C auf. Die Induktion der murA-Expression führte hingegen 
zu einer partiellen Suppression des Wachstumsdefektes (Abb. A8A-B). Im Gegensatz dazu 
hatte die Überexpression von murA keinen Einfluss auf das Wachstum des Wildtypstammes 
(LMJR116, Abb. A8A-B) und die IPTG-abhängige Expression von murA konnte mittels 
Westernblot nachgewiesen werden (Abb. A8C). Dies lässt vermuten, dass die Erhöhung der 
MurA-Menge den hitzesensitiven ΔgpsB-Phänotyp aufhebt.  
 
Abb. 30: Erhöhte Sensitivität der ΔgpsB-Mutante gegenüber der Inaktivierung von murA 
(A-B) Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR123 (ImurA) und LMJR122 (ImurA ΔgpsB) wurden in 
BHI-Medium ± 1 mM IPTG bei 37°C (A) oder 42°C (B) angezogen und die optische Dichte (λ=600 nm) 
stündlich bestimmt. (C) Erhöhte Fosfomycinsensitivität der ΔgpsB-Mutante. Mit Fosfomycin (10 mg/ml) 
versetztes Filterpapier wurde auf die Oberfläche einer BHI-Agarplatte gelegt, die vorher mit EGD-e (wt) und 
LMJR19 (ΔgpsB) beimpft wurde. Mittelwerte und Standardabweichungen des Hemmhofdurchmessers ergeben 
sich aus drei unabhängigen Experimenten. (D) Westernblot zum Nachweis der IPTG-abhängigen Expression von 
murA. Die Stämme aus (A) wurden in BHI-Medium ± 1 mM IPTG bei 37°C bis zu einer OD600=1 kultiviert, 
Proteinextrakte isoliert und im Westernblot unter Verwendung eines MurAA-spezifischen polyklonalen 




























































3.8.4. Suppression des ΔgpsB-Phänotyps durch Deletion von clpC 
Da B. subtilis MurAA ein Substrat der ClpCP-Protease ist (Kock et al., 2004), könnte MurA 
aus L. monocytogenes ebenfalls ein Substrat dieser Protease sein. In diesem Fall müsste die 
Deletion von clpC zu einer erhöhten MurA-Proteinmenge führen und dadurch den 
Wachstumsdefekt der ∆gpsB-Mutante supprimieren. Um dies zu überprüfen, wurde das clpC-
Gen (lmo0232) im Wildtypstamm (LMJR138, ΔclpC) und in der ΔgpsB-Mutante (LMJR139, 
ΔclpC ΔgpsB) deletiert. Die Deletion von clpC führte wie vermutet zu einer nahezu 
vollständigen Suppression des hitzesensitiven Phänotyps der ΔgpsB-Mutante und resultierte 
in einem zur ΔclpC-Einzelmutante vergleichbaren Wachstum (Abb. 31A). Zudem wies der 
Stamm LMJR139 (ΔclpC ΔgpsB) eine zum Wildtypstamm und zur ΔclpC-Einzelmutante 
vergleichbare Zelllänge auf (Abb. 31B). Dies unterstützt die Vermutung, dass MurA ein 
Substrat von ClpCP ist und die daraus resultierende Akkumulation in der ΔclpC ΔgpsB-
Deletionsmutante (LMJR139) zur Suppression des ΔgpsB-Phänotyps führt.  
 
 
Abb. 31: Einfluss der Deletion von clpC auf das Wachstum der ∆gpsB-Mutante bei 42°C 
(A) Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR138 (ΔclpC) und LMJR139 (ΔgpsB ΔclpC) wurden in 
BHI-Medium bei 42°C angezogen und die optische Dichte (λ=600 nm) stündlich gemessen. Die Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus drei unabhängigen Messungen ermittelt. (B) Zelllängenverteilung der 
Stämme aus (A) nach Wachstum bei 37°C bis zur mittleren logarithmischen Wachstumsphase. Zum Vergleich 
der Zelllänge wurden von jedem Stamm 300 Zellen ausgemessen. 
 
3.8.5. Erhöhte MurA-Mengen in den shg-Suppressoren 
Da die Überexpression von murA zur Suppression des Wachstumsdefektes der ΔgpsB-
Mutante führte, wurden die MurA-Proteinmengen in den Suppressoren shg4-13 mittels 
Westernblot überprüft. Dabei konnte gezeigt werden, dass murA in den Suppressoren im 
Vergleich zum Wildtypstamm und der ΔgpsB-Mutante überexprimiert ist (Abb. 32). Somit 
scheint die Suppression der Hitzesensitivität in den Suppressorstämmen ebenfalls durch 











































Abb. 32: Die shg-Suppressoren weisen eine erhöhte MurA-Proteinmenge auf 
Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB) und die Suppressoren shg4-13 wurden in BHI-Medium bei 37°C bis 
zu einer optischen Dichte von OD600=1 angezogen, die zellulären Proteine isoliert und anschließend in einer 
12,5%-igen SDS-PAGE aufgetrennt. Zur Detektion von MurA wurde ein MurAA-spezifischer polyklonaler 
Antikörper verwendet (oben).  
 
3.8.6. Die murA-Transkriptmengen sind unverändert 
Westernblot-Analysen mit den ∆murZ- und ∆clpC-Deletionsmutanten LMJR103 (∆murZ 
∆gpsB), LMJR104 (∆murZ), LMJR138 (∆clpC) und LMJR139 (∆clpC ∆gpsB) zeigten, dass 
in diesen Stämmen auch mehr MurA vorhanden ist als im Wildtypstamm (Abb. 33A). Die 
Deletion von clpC führte hierbei zur Akkumulation von MurA, da die ClpCP-Protease, die 
mutmaßlich für den Abbau von MurA verantwortlich ist, nicht vorhanden ist. Scheinbar kann 
die Funktion auch nicht von den anderen Clp-ATPasen ClpB (Chastanet et al., 2004) und 
ClpE (Nair et al., 1999) übernommen werden. Warum die MurA-Menge in der ΔmurZ-
Mutante erhöht ist, bleibt jedoch unklar. Dies könnte ebenfalls durch den verringerten Abbau 
durch ClpCP oder auch durch die erhöhte Transkription/Translation des murA-Genes bedingt 
sein. Um dieser Frage nachzugehen, wurde die RNA ausgewählter shg-Stämme isoliert und 
ein Northernblot unter Verwendung einer murA-spezifischen RNA-Sonde durchgeführt. Zur 
Herstellung der RNA-Sonde wurde ein Teil der murA-Genregion (ca. 800 bp des 1,4 kb-
Transkripts, Abb. 33C) mittels PCR amplifiziert, in RNA umgeschrieben und anschließend 
zur Hybridisierung des Northernblots verwendet. Der Northernblot zeigte, dass die Menge des 
murA-Transkriptes in den Suppressoren shg4 (∆gpsB clpCR254S), shg7 (∆gpsB murZ1-99) und 
shg9 (∆gpsB murZ1-253) vergleichbar mit dem Wildtypstamm ist. Auch in den 
Deletionsmutanten LMJR19 (∆gpsB), LMJR103 (∆gpsB ∆murZ), LMJR104 (∆murZ), 
LMJR138 (∆clpC) und LMJR139 (∆gpsB ∆clpC) ist die Menge des murA-Transkripts 
gegenüber dem Wildtypstamm nicht verändert. Weiterhin konnte eine IPTG-abhängige 
Transkription des murA-Genes im MurA-Depletionsstamm LMJR123 (ImurA) nachgewiesen 
werden (Abb. 33B). Aufgrund dieser Ergebnisse ist zu vermuten, dass die Akkumulation von 











Abb. 33: Analyse der murA-Expression in ausgewählten L. monocytogenes-Stämmen 
(A) Westernblot zur Detektion der MurA-Proteinmengen in L. monocytogenes ∆clpC-, ∆murZ- und ∆gpsB-
Stämmen. Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), shg4 (ΔgpsB clpCR254S), shg7 (ΔgpsB murZ1-99), shg9 
(ΔgpsB murZ1-253), LMJR138 (ΔclpC), LMJR139 (ΔgpsB ΔclpC), LMJR104 (ΔmurZ), LMJR103 (ΔgpsB 
ΔmurZ) und LMJR123 (ImurA) wurden in BHI-Medium bei 37°C bis zu einer optischen Dichte von OD600=1 
angezogen, die zellulären Proteine isoliert und mit Hilfe eines Westernblots analysiert. Zur Detektion von MurA 
wurde ein MurAA-spezifischer polyklonaler Antikörper verwendet. (B) Northern-Blot zur Untersuchung der 
murA-Transkription. (C) Schematische Darstellung der murA-Genregion. Die Positionen des murA-Transkripts 
und der murA-Sonde sind eingezeichnet. 
 
3.8.7. Suppression des ΔgpsB-Phänotyps durch Deletion von lmo1503, lmo1549, lmo1921 
und lmo2550 
In den shg-Stämmen wurden neben den Mutationen in murZ und clpC auch Mutationen in den 
Genen lmo1549, lmo1921 und lmo2550 und in der Ribosomen-Bindestelle von lmo1503 
nachgewiesen. Lmo1549 ist als DNA-Reparatur-Protein RadC annotiert. Der Lokus, in dem 
sich das Gen befindet, deutet jedoch eher auf eine andere Funktion hin, da es vor dem 
mreBCD-Operon liegt. Die Proteine MreBCD sind für die Zellmorphologie stäbchenförmiger 
Bakterien von entscheidender Bedeutung. Das Aktin-ähnliche Protein MreB bildet hierbei 
perpendikulär verlaufende Strukturen aus, die als Gerüst für Proteine dienen, die an der 


























Dominguez-Escobar et al., 2011, Garner et al., 2011, van Teeffelen et al., 2011). Somit wäre 
es denkbar, dass Lmo1549 eine Funktion in der Zellteilung oder der Kontrolle der 
Zellmorphologie hat. L. monocytogenes lmo2550 wird für die Beladung von 
Wandteichonsäuren mit N-Acetylglucosamin benötigt (Eugster et al., 2011). Die Funktionen 
von lmo1921 und dessen B. subtilis-Homolog ypiB sowie die Funktion von lmo1503 sind 
bislang nicht bekannt. Da die Mutation von Genen eher zu einem Funktionsverlust als zu 
einem Funktionsgewinn führt, wurden ∆lmo1503-, ∆lmo1549-, ∆lmo1921- und ∆lmo2550-
Deletionsmutanten hergestellt. Der Stamm LMJR121 (∆lmo1921) wies im Vergleich zum 
Wildtypstamm ein verlangsamtes Wachstum bei 42°C auf, aber durch die Deletion von 
lmo1921 im ∆gpsB-Hintergrund konnte eine deutliche Suppression des Wachstumsdefektes 
der ∆gpsB-Mutante festgestellt werden (Abb. 34B). Interessanterweise wächst die ∆lmo1921 
∆gpsB-Doppelmutante (LMJR120) sogar besser als die ∆lmo1921-Einzelmutante (LMJR121), 
beide Mutationen supprimieren sich also gegenseitig. Die Deletion von lmo1503 in der 
∆gpsB-Mutante (LMJ137) führte zu einer nahezu vollständigen Suppression des 
Wachstumsdefektes der ∆gpsB-Mutante bei 42°C (Abb. 34G). Die Suppression des 
Wachstumsdefektes der ∆gpsB-Mutante durch Deletion von lmo1503 und die Steigerung des 
Wachstumsdefektes durch Überexpression von lmo1503 deuten darauf hin, dass die Mutation 
in der Ribosomen-Bindestelle von lmo1503 in Suppressor shg12 (ΔgpsB lmo1503RBS) zu 
einer verringerten Transkription von lmo1503 führt. Die Deletion von lmo1549 und lmo2550 
im ∆gpsB-Hintergrund resultierte nur in einem intermediären Phänotyp (Abb. 34A, E). Um 
herauszufinden, ob lmo1549, lmo1921 und lmo2550 Einfluss auf die Zellteilung haben, wurde 
die Zelllänge der Deletionsmutanten gemessen. Während die Deletion von lmo1549 im 
Wildtyphintergrund (LMJR118) zu einer geringfügigen Zellverkürzung führte, führte die 
zusätzliche Deletion in der ∆gpsB-Mutante (LMJR119) zu einer deutlichen Zellverlängerung 
und einer Inhomogenität der Zelllängenverteilung (Abb. 34B). Diese Ergebnisse deuten 
darauf hin, dass Lmo1549 tatsächlich an Prozessen der Zellteilung beteiligt ist. Die Deletion 
von lmo1921 und lmo2550 im Wildtypstamm (LMJR121 und LMJR156) hatte keinen 
signifikanten Einfluss auf die Zelllänge. Dahingegen wurde der Zellteilungsdefekt der ∆gpsB-
Mutante durch die zusätzliche Deletion der beiden Gene supprimiert (Abb. 34D, F). Die 
Deletion von lmo1503 im Wildtyphintergrund (LMJR136, 1,4±0,35 µm, wt, 1,26±0,2 µm) 
äußerte sich in einer Verlängerung der Zellen die vergleichbar mit dem Stamm ist, der eine 
Deletion von gpsB aufweist (LMJR19, 1,37±0,34 µm) (Abb. 34H). Der Zellteilungsdefekt 
wird jedoch durch die gleichzeitige Deletion von gpsB und lmo1503 im Stamm LMJR137 
(1,42±0,32 µm) nicht verstärkt (Abb. 34H). Demnach haben GpsB und Lmo1503 vermutlich 
Ergebnisse 
107 
Einfluss auf den gleichen Prozess, wohingegen GpsB und Lmo1549 Funktionen in 
verschiedenen Prozessen ausüben. 
 
Abb. 34: Suppression des ∆gpsB-Phänotyps durch Deletion von lmo1549, lmo1921, lmo2550 und lmo1503 
(A,C,E,G) Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR118 (Δlmo1549), LMJR119 (Δlmo1549 ΔgpsB), 
LMJR120 (Δlmo1921 ΔgpsB), LMJR121 (Δlmo1921), LMJR156 (Δlmo2550), LMJR157 (Δlmo2550 ΔgpsB), 
LMJR136 (Δlmo1503) und LMJR137 (Δlmo1503 ΔgpsB) wurden in BHI-Medium bei 42°C angezogen und die 
optische Dichte (λ=600 nm) stündlich bestimmt. (B,D,F,H) Zelllängenverteilung der Stämme aus (A,C,E,G) 
nach Wachstum bei 37°C bis zur mittleren logarithmischen Wachstumsphase. Zum Vergleich der Zelllänge 




























































































































































3.8.8. Zwei Arten der Suppression des ΔgpsB-Phänotyps 
Um zu überprüfen, ob die Suppression des Wachstumsdefektes der ∆gpsB-Mutante bei 42°C 
durch die zusätzliche Deletion von lmo1549, lmo1921, lmo2550 sowie lmo1503 MurA-
abhängig ist, wurden Proteinextrakte der jeweiligen Einzel- und Doppelmutanten isoliert und 
mittels Westernblot analysiert. Als Kontrollen wurden die Suppressoren mitgeführt, bei denen 
Mutationen in den betroffenen Genen identifiziert wurden. Die Westernblots zeigten, dass die 
Deletion von lmo1503 und lmo1921 im Wildtyphintergrund und in der ∆gpsB-Mutante zu 
einer Akkumulation von MurA führte. Dahingegen waren die MurA-Mengen in den 
∆lmo1549- und ∆lmo2550-Deletionsmutanten LMJR118 (∆lmo1549), LMJR119 (∆lmo1549 
∆gpsB), LMJR156 (∆lmo2550) und LMJR157 (∆lmo2550 ∆gpsB) vergleichbar mit dem 
Wildtypstamm (Abb. 35). In den Suppressoren shg5 (∆gpsB clpCR254S lmo1549L44S) und 
shg6 (∆gpsB lmo2550E38G murZK23E) wurden hingegen erhöhte MurA-Mengen 
nachgewiesen. In diesen beiden Suppressorstämmen liegt jedoch jeweils eine zweite Mutation 
in clpC (clpCR254S) bzw. in murZ (murZK23E) vor. Die clpCR254S-Mutation ist in Stamm 
shg4 (ΔgpsB clpCR254S) hinreichend für die Akkumulation von MurA, die murZK23E-
Mutation führt zu einem Aminosäureaustausch im aktiven Zentrum des Proteins und ist damit 
funktional gleichwertig mit einer ΔmurZ-Deletion einzustufen. Der supprimierende Effekt der 
Δlmo1549- und Δlmo2550-Deletionen auf das Wachstum der ΔgpsB-Mutante ist somit 
tatsächlich MurA-unabhängig, während der durch die Δlmo1503 und Δlmo1921-Deletionen 
vermittelte Effekt klar MurA-abhängig ist.  
Die Deletion von pbpA1 und divIVA führte ebenfalls zur Suppression des Wachstumsdefektes 
der ∆gpsB-Mutante (Abb. 23C und Abb. A5A). Um zu überprüfen, ob der supprimierende 
Effekt dieser beiden Deletionen MurA-abhängig ist, wurden die MurA-Proteinmengen der 
ΔpbpA1- und ΔdivIVA-Deletionsmutanten bestimmt. Wie erwartet, wiesen die Stämme 
LMS57 (∆pbpA1), LMJR38 (∆pbpA1 ∆gpsB), LMS2 (∆divIVA) und LMJR28 (∆divIVA 
∆gpsB) zum Wildtypstamm vergleichbare MurA-Mengen auf. Die Suppression des ∆gpsB-




Abb. 35: Effekt der Deletion von shg-Genen auf die Expression von murA 
Westernblots zur Detektion der MurA-Proteinmengen in L. monocytogenes Stämmen. Die Stämme EGD-e (wt), 
LMJR19 (ΔgpsB), shg5 (ΔgpsB clpCR254S lmo1549L44S), shg8 (ΔgpsB lmo1921H87Y), shg10 (ΔgpsB 
lmo19211-74), LMJR118 (Δlmo1549), LMJR119 (Δlmo1549 ΔgpsB), LMJR121 (Δlmo1921), LMJR120 
(Δlmo1921 ΔgpsB), LMS57 (ΔpbpA1), LMJR38 (ΔpbpA1 ΔgpsB), LMJR123 (ImurA), shg6 (ΔgpsB 
lmo2550E38G murZK23E), shg12 (ΔgpsB lmo1503RBS), LMJR136 (Δlmo1503), LMJR137 (Δlmo1503 ΔgpsB), 
LMJR156 (Δlmo2550) und LMJR157 (Δlmo2550 ΔgpsB), LMS2 (ΔdivIVA), LMJR28 (ΔdivIVA ΔgpsB), wurden 
in BHI-Medium bei 37°C bis zu einer optischen Dichte von OD600=1 angezogen, die zellulären Proteine isoliert 
und mit Hilfe eines Westernblots analysiert. Zur Detektion von MurA wurde ein MurAA-spezifischer 
polyklonaler Antikörper verwendet. 
 
3.8.9. Suppression des ΔgpsB-Phänotyps durch Mutationen in UDP-GlcNAc-
konsumierenden Stoffwechselwegen 
Die Deletion von murZ, clpC und lmo2550 und die Überexpression von murA führen zur 
Suppression des Wachstumsdefektes der ΔgpsB-Mutante. Auffällig ist, dass alle Mutationen 
einen Einfluss auf die UDP-N-Acetylglucosamin (UDP-GlcNAc)-Mengen in der Zelle haben. 
MurA und MurZ verbrauchen UDP-GlcNAc im 1. Schritt der Peptidoglykansynthese. Die 
Deletion von murZ führt zur Akkumulation von MurA, vermutlich durch einen 
regulatorischen Mechanismus. Darüber hinaus führt die Abwesenheit von ClpC zur 
Akkumulation von MurA, da die Degradation von MurA durch die ClpCP-Protease nicht 
mehr erfolgen kann. Die Überexpression von murA führt vermutlich zu einem erhöhten 
Verbrauch von UDP-GlcNAc. Lmo2550 ist für die Beladung von Wandteichonsäuren mit N-
Acetylglucosamin verantwortlich (Eugster et al., 2011). Die Deletion von lmo2550 führt 
somit zur Akkumulation von UDP-GlcNAc, das möglicherweise dann von MurA konsumiert 
werden kann. Möglicherweise sind die UDP-GlcNAc-Mengen in der ΔgpsB-Mutante 
verändert, wodurch die Deletion von Genen, die am Verbrauch von UDP-GlcNAc beteiligt 
sind, den Wachstumsdefekt der ΔgpsB-Mutante supprimiert. Die Abwesenheit der UDP-
GlcNAc konsumierenden Proteine ermöglicht vermutlich, dass UDP-GlcNAc vermehrt durch 









Überexpression von murA vergleichbaren Suppression des Wachstumsdefektes der ΔgpsB-
Mutante resultieren könnte. 
Neben MurA, MurZ, Lmo2550 und ClpC sind die Proteine MnaA und GtcA an der 
Konsumierung von UDP-GlcNAc beteiligt. MnaA (Lmo2537) ist eine UDP-N-
Acetylglucosamin 2-Epimerase, die UDP-GlcNAc in UDP-N-Acetylmannosamin umwandelt 
und ist in L. monocytogenes essenziell (Dubail et al., 2006). Aufgrund dessen wurden keine 
Untersuchungen mit MnaA durchgeführt. GtcA (Lmo2549) ist in L. monocytogenes 
zusammen mit Lmo2550 an der Beladung von Wandteichonsäuren mit N-Acetylglucosamin 
beteiligt (Promadej et al., 1999). Sofern die Hypothese zutrifft, dass die UDP-GlcNAc-
Mengen in der ΔgpsB-Mutante verändert sind, sollte die Deletion von gtcA ebenfalls einen 
supprimierenden Effekt auf das Wachstum haben. Tatsächlich wurde der Wachstumsdefekt 
der ΔgpsB-Mutante bei 42°C durch die Deletion von gtcA (LMJR170) partiell supprimiert. 
Dagegen hat die Deletion von gtcA im Wildtyphintergrund (LMJR174) keinen Einfluss auf 
das Wachstum bei 42°C (Abb. 36). Dieses Ergebnis bestärkt die Vermutung, dass die 
Abwesenheit UDP-GlcNAc-verbrauchender Enzyme den Wachstumsdefekt der ΔgpsB-




Abb. 36: Deletion von gtcA führt zur Suppression des Wachstumsdefektes der ΔgpsB-Mutante 
Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR174 (ΔgtcA) und LMJR170 (ΔgtcA ΔgpsB) wurden in BHI-
Medium bei 42°C angezogen und die optische Dichte (λ=600 nm) stündlich gemessen. Mittelwerte und 




















3.8.10. GpsB interagiert mit Lmo1503, Lmo1921, PBP A1 und DivIVA 
Zur Überprüfung, ob GpsB mit den Proteinen Lmo1503, Lmo1921 und PBP A1 interagiert, 
wurden Bacterial Two-Hybrid (B2H) -Assays durchgeführt. Der B2H-Assay zeigte zunächst, 
dass Lmo1503 und Lmo1921 mit sich selbst interagieren (Abb. 37A+B). Für Lmo1549 wurde 
hingegen keine Selbstinteraktion detektiert. Damit ist die Expression und die prinzipielle 
Funktionalität der B2H-Konstrukte für Lmo1503 und Lmo1921 nachgewiesen, die B2H-
Fusionen mit Lmo1549 werden hingegen entweder nicht exprimiert, sind nicht funktional 
oder interagieren nicht miteinander. Wie bereits bekannt, interagierte GpsB mit PBP A1. 
Weiterhin konnten Protein-Protein-Interaktionen zwischen GpsB und DivIVA, GpsB und 
Lmo1503 sowie GpsB und Lmo1921 nachgewiesen werden. Dass GpsB mit DivIVA 
interagiert, ist aus Untersuchungen in B. subtilis und S. pneumoniae bereits bekannt (Fleurie 
et al., 2014, Pompeo et al., 2015). Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass Lmo1921 mit 
Lmo1503 und PBP A1 interagiert (Abb. 37A+B). Eine Zusammenfassung aller Protein-
Protein-Interaktion ist schematisch in Abb. 37C dargestellt. Für Lmo1549 wurden auch keine 
Interaktionen zu anderen Proteinen nachgewiesen. Vermutlich sind die entsprechenden B2H-
Konstrukte tatsächlich nicht funktional. 
Zusätzlich wurde getestet, ob GpsB mit MurA und MurZ interagiert. Dabei konnte gezeigt 
werden, dass MurA mit sich selbst interagiert, jedoch nicht mit GpsB. MurZ wies keine 
Interaktionen weder mit sich selbst noch mit MurA oder GpsB auf, wodurch von einer 





Abb. 37: Interaktion von GpsB mit Lmo1503, Lmo1549, Lmo1921 und DivIVA 
(A-B) Zur Analyse der Interaktion von GpsB mit den Proteinen Lmo1503, Lmo1549, Lmo1921 und DivIVA 
wurde ein Bacterial Two-Hybrid-Assay durchgeführt. Dazu wurden die entsprechenden Gene, mit den T18- und 
T25-Fragmenten der Adenylatcyclase von Bordetella pertussis fusioniert, in den E. coli-Stamm BTH101 ko-
transformiert und auf Selektionsplatten getropft. Das Ergebnis wurde nach 24 h (A) bzw. 40 h (B) Inkubation bei 
30°C fotografiert. Dabei konnten Interaktionen gezeigt werden, bei denen Proteine mit sich selbst interagieren 
(blaue Kästchen) und bei denen zwei Proteine miteinander intergaieren, also Protein-Protein-Interaktionen (rote 
Kästchen). (C) Das Schema zeigt die nachgewiesenen Selbst-Interaktionen (gestrichelte Linien) und Protein-

































4.1. GpsB reguliert die Aktivität von PBP A1 in L. monocytogenes 
GpsB ist in L. monocytogenes am Septum und an der lateralen Zellwand lokalisiert und kann 
mit der Zellmembran über die Aminosäuren L24 und R25 interagieren. Zudem weist L. 
monocytogenes GpsB (LmGpsB) eine dynamische Lokalisation auf, die auch für GpsB aus B. 
subtilis (BsGpsB) beschrieben wurde (Claessen et al., 2008, Tavares et al., 2008). Dr. 
Stephanie Großhennig konnte eine Interaktion zwischen LmGpsB und PBP A1 in Bacterial 
Two-Hybrid-Experimenten nachweisen (Rismondo et al., 2015a), die auch für BsGpsB und 
PBP1 gezeigt wurde (Claessen et al., 2008). 
BsGpsB ist zusammen mit EzrA für die subzelluläre Lokalisation von PBP1 verantwortlich, 
wobei lediglich die Deletion von ezrA zur Delokalisation von PBP1 führt (Claessen et al., 
2008). Da ezrA in L. monocytogenes essenziell ist (Considine et al., 2011), konnte lediglich 
der Einfluss von GpsB auf die Lokalisation von PBP A1 überprüft werden. PBP A1 lokalisiert 
wie auch für B. subtilis PBP1 gezeigt, unabhängig von LmGpsB und kann am Septum und der 
lateralen Zellwand nachgewiesen werden (Claessen et al., 2008). Die Deletion von pbpA1 
führte zur Suppression des Wachstumsdefektes der ΔgpsB-Mutante, wohingegen die 
Überexpression von pbpA1 den Wachstumsdefekt der ΔgpsB-Mutante verstärkte. Diese 
Ergebnisse weisen darauf hin, dass die Aktivität von PBP A1 in der ∆gpsB-Mutante 
dereguliert ist. 
Die gleichzeitige Abwesenheit von PBP A1 und PBP A2 ist in L. monocytogenes letal 
(Rismondo et al., 2015b). Da die gleichzeitige Abwesenheit von PBP A2 und GpsB in L. 
monocytogenes ebenfalls letal ist, wurde vermutet, dass GpsB für die Aktivität von PBP A1 
notwendig ist. PBP A1 ist ein bi-funktionales Penicillin-bindendes Protein, d.h. es besitzt 
Transglykosylase- und Transpeptidase-Aktivität. Möglicherweise ist GpsB an der 
Koordinierung dieser beiden Aktivitäten beteiligt. Die Koordinierung der TG- und TP-
Aktivität bi-funktionaler PBPs ist notwendig, um die Integrität des Peptidoglykan-Netzwerkes 
zu gewährleisten. In Simulationen, die das Verständnis der Regulation der 
Peptidoglykansynthese stäbchenförmiger Bakterien erweitern sollten, konnte gezeigt werden, 
dass die Integrität des Peptidoglykans ohne die Kontrolle der TG- und TP-Aktivität in 
wachsenden Zellen gestört wird und zur Bildung von Löchern im Peptidoglykan führen würde 
(Nguyen et al., 2015). Darüber hinaus kann die Stäbchenform nicht erhalten werden (Nguyen 
et al., 2015). GpsB ermöglicht möglicherweise die Dimerisierung/Oligomerisierung von PBP 
A1 und fördert so die Koordinierung der TG- und TP-Aktivität von PBP A1. In Abwesenheit 
von GpsB in L. monocytogenes wäre demnach diese Koordination gestört, wodurch die 
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Integrität des Peptidoglykans beeinträchtigt wäre. Dies könnte zur gesteigerten Lyse der 
Zellen führen, wie es für die ∆gpsB-Mutante beobachtet wurde. Für die Penicillin-bindenden 
Proteine PBP 1A und PBP 1B aus E. coli konnte gezeigt werden, dass sie als Homodimere in 
der Zelle vorliegen (Zijderveld et al., 1991, Charpentier et al., 2002). Die Dimerisierung von 
E. coli PBP 1B ist beispielsweise auch notwendig, um in vitro Peptidoglykan zu 
synthetisieren, das ein zum in vivo synthetisierten Peptidoglykan vergleichbares Crosslinking 
aufweist (Bertsche et al., 2005). Aufgrund der Anwesenheit eines zweiten bi-funktionalen 
PBPs, PBP A2, in L. monocytogenes, verursacht die Deregulation der TG- und TP-Aktivität 
in der ∆gpsB-Mutante keinen letalen Phänotyp. PBP A2 kann wahrscheinlich sowohl die 
Funktion von PBP A1 übernehmen und darüber hinaus dessen Deregulation, die aus der 
Deletion von gpsB resultiert, partiell ausgleichen, allerdings nicht bei 42°C.  
PBP A1 ist am Septum und an der lateralen Zellwand lokalisiert und ist somit vermutlich am 
Zellwachstum und an der Zellteilung beteiligt. Die Deletion von gpsB als auch von pbpA1 
führt zu einer Verlängerung der Zellen, d.h. die laterale Zellwand wird in der ∆gpsB-Mutante 
und der ∆pbpA1-Mutante länger synthetisiert als im Wildtypstamm und die Zellteilung ist 
verzögert. Möglicherweise fungiert GpsB als negativer Regulator von PBP A1, indem GpsB 
eine Interaktion von PBP A1 mit weiteren Komponenten des Divisoms herstellt und dadurch 
die Aktivität von PBP A1 auf einen bestimmten Wirkungsort beschränkt. 
 
4.2. Kristallstruktur von GpsB 
Die Kooperationspartner Prof. Dr. Richard J. Lewis und Dr. Robert M. Cleverley (Newcastle 
University) konnten die Kristallstruktur des N- und C-Terminus von BsGpsB getrennt 
voneinander ermitteln und die Kristallstruktur des N-Terminus von LmGpsB bestimmen. 
SEC-MALLS-Analysen ergaben, dass BsGpsB1-68 ein Dimer bildet und BsGpsB69-98 als 
Trimer vorliegt. BsGpsB bildet demnach im Gegensatz zu DivIVA ein Hexamer in Lösung 
(Rismondo et al., 2015a). In Bacterial Two-Hybrid Assays konnte gezeigt werden, dass 
sowohl der N- als auch der C-Terminus an der Interaktion zwischen den GpsB-Monomeren in 
L. monocytogenes beteiligt sind und somit zur Oligomerisierung von GpsB beitragen 
(Rismondo et al., 2015a). Der N-Terminus von LmGpsB (LmGpsB1-73) bildet eine Furche 
bestehend aus den konservierten Aminosäuren L16, E19, K21, T22, Y27, S28, E30, D31, 
D33, E34, L36, D37 und I40, die vorrangig negativ geladenen sind (Rismondo et al., 2015a). 
Komplementationsstudien ergaben, dass die Mutationen V32A, L36A, Y27A oder D33A in 
gpsB zur Inaktivität des GpsB-Proteins führen, wohingegen eine partielle Suppression des 
Wachstumsdefektes bei der Expression von gpsBD37A oder gpsBI40A in der ∆gpsB-Mutante 
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beobachtet werden konnte. Die Aminosäuren V32 und L36 sind an der Dimerisierung von 
GpsB beteiligt und beeinflussen dadurch auch die Interaktion zwischen GpsB und PBP A1 
(Rismondo et al., 2015a). Bacterial Two-Hybrid-Experimente wiesen zudem darauf hin, dass 
neben V32 und L36 auch die Aminosäuren Y27, D33, D37 und I40 für die Bindung von PBP 
A1 essenziell sind (Rismondo et al., 2015a). Die negativ geladenen Aminosäuren des N-
Terminus von GpsB sind somit an der Interaktion von GpsB mit den positiv geladenen 
Aminosäuren des zytoplasmatisch lokalisierten N-Terminus von PBP A1 verantwortlich. 
Dementsprechend äußerte sich die Mutation einer dieser konservierten Aminosäuren in 
LmGpsB in einem ∆gpsB-Phänotyp und in einer reduzierten Interaktion von BsGpsB und 
BsPBP1 (Rismondo et al., 2015a).  
Der C-Terminus von BsGpsB bildet ein Trimer. Zwischen den beiden Aminosäuren R83 und 
E88, die in LmGpsB R96 und E101 entsprechen, wird eine Salzbrücke gebildet, die essenziell 
für die Ausbildung der trimeren Struktur ist (Rismondo et al., 2015a). Dies deckt sich mit 
dem Befund, dass die Proteine LmGpsB R96A-Strep und LmGpsB E101A-Strep in Blue-
Native PAGE-Gelen ein im Vergleich zu GpsB-Strep verändertes Laufverhalten zeigten 
(Rismondo et al., 2015a). Darüber hinaus konnte die Expression von gpsBR96A und 
gpsBE101A in der ∆gpsB-Mutante den Wachstumsdefekt bei 42°C nicht supprimieren. Die 
Aminosäuren R83 und E88 aus BsGpsB bzw. R96 und E101 aus LmGpsB sind Teil eines 
RhxxhE-Sequenzmotives, das für die Ausbildung einer dreisträngigen parallel angeordneten 
coiled-coil-Struktur notwendig ist (Kammerer et al., 2005, Rismondo et al., 2015a). 
Das hexamere GpsB-Protein aus L. monocytogenes bildet vermutlich eine Dreifuß-artige 
Struktur aus, bei der der C-Terminus die Basis darstellt (Abb. 38). Die Linker-Region und die 
Prolin-reiche Region, die mindestens ein Prolin aufweisen, können dabei eine flexible 
Anordnung der N-Termini gewährleisten, die mit der Zellmembran über die Aminosäuren 
L24 und R25 interagieren. Das BsGpsB- bzw. LmGpsB-Hexamer könnte mit 6 PBP1- bzw. 
PBP A1-Molekülen Interaktionen eingehen. GpsB könnte dadurch dazu beitragen, dass das 
jeweilige bi-funktionale Penicillin-bindende Protein an den Stellen in der Zelle akkumuliert, 





Abb. 38: Hypothetische Struktur des B. subtilis GpsB-Hexamers 
Hypothetische Anordnung der N (blau-grün)- und C (rot-gelb)-Termini von B. subtilis GpsB. Die gestrichelten 
Linien entsprechen den Linker-Regionen, deren Struktur nicht bestimmt wurde. (PDB: 4UG3 und 5AN5). 
Modifiziert nach (Rismondo et al., 2015a). 
 
4.3. Letalität der ΔpbpA1 ΔpbpA2-Doppelmutante 
Die für die beiden bi-funktionalen Penicillin-bindenden Proteine PBP A1 und PBP A2 
kodierenden Gene pbpA1 und pbpA2 können in L. monocytogenes einzeln deletiert werden. 
Bei Abwesenheit von PBP A1 bzw. PBP A2 kann das jeweils andere Penicillin-bindende 
Protein die Funktion beider Proteine übernehmen, sie weisen also überlappende Funktionen 
auf. Viele Organismen besitzen mehrere dieser der Klasse A zuzuordnenden HMW PBPs 
(Goffin und Ghuysen, 1998). Aufgrund der funktionellen Redundanz dieser Proteine äußert 
sich die Abwesenheit eines oder mehrerer PBPs in geringen bis keinen Effekten in Bezug auf 
Wachstum, Zellmorphologie und Zellwandsynthese (Popham und Setlow, 1996, Denome et 
al., 1999, McPherson et al., 2001). Dementsprechend hatte die Deletion von pbpA1 oder 
pbpA2 in L. monocytogenes auch keinen Einfluss auf die Peptidoglykanzusammensetzung. Da 
die gleichzeitige Deletion beider Klasse A PBPs in L. monocytogenes nicht toleriert wird, 
scheint L. monocytogenes kein drittes bi-funktionales HMW PBP und auch keine mono-
funktionale Transglykosylase (MGT) zu besitzen. Im Gegensatz dazu können in B. subtilis 
alle vier bekannten HMW PBPs der Klasse A, PBP1, PBP2c, PBP2d und PBP4, deletiert 
werden (Popham und Setlow, 1993, Popham und Setlow, 1994, Popham und Setlow, 1995, 
McPherson et al., 2001, McPherson und Popham, 2003). Dieser Stamm wächst deutlich 
langsamer als der Wildtypstamm und bildet  Zellen mit variabler Zelllänge, die oftmals auch 
eine gekrümmte Form haben. Zudem bildet die PBP 1- PBP 2c- PBP 2d- PBP 4--Mutante 
erhöhte Mengen an Zellwandmaterial entlang des Zellzylinders, die ins Zytoplasma 
hineinragen (McPherson und Popham, 2003) und die Synthese von Peptidoglykan ist in 
diesem Stamm immer noch möglich (Popham und Setlow, 1996, McPherson und Popham, 
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2003). Darüber hinaus konnte eine Transglykosylase-Aktivität mit Protoplasten der PBP 1- 
PBP 2c- PBP 2d- PBP 4--Mutante von B. subtilis in vitro nachgewiesen werden. Diese 
Protoplasten wurden mit radioaktiv markierten UDP-N-Acetylglucosamin und Saccharose 
inkubiert, die Reaktionsprodukte mittels Papierchromatographie aufgetrennt und der Einbau 
des radioaktiv markierten UDP-GlcNAc in den polymerisierenden Glykanstrang quantifiziert 
(McPherson und Popham, 2003). Die mit dieser Methode nachgewiesene Transglykosylase-
Aktivität konnte auch durch den bekannten Transglykosylase-Inhibitor Moenomycin inhibiert 
werden. Die Zugabe von Moenomycin hat jedoch keinen Einfluss auf das Wachstum der PBP 
1- PBP 2c- PBP 2d- PBP 4--Mutante in Flüssigmedium, somit konnte die Moenomycin-
Sensitivität dieser Transglykosylase-Aktivität in vivo nicht bestätigt werden (McPherson und 
Popham, 2003). In einigen Organismen wie E. coli, S. aureus und S. pneumoniae tragen auch 
mono-funktionale Transglykosylasen zur Polymerisierung des Glykanstranges bei (Hara und 
Suzuki, 1984, Park und Matsuhashi, 1984, Park et al., 1985, Di Berardino et al., 1996). Im 
Genom von B. subtilis konnte jedoch keine solche MGT identifiziert werden, somit werden 
die Peptidoglykanstränge in der PBP 1- PBP 2c- PBP 2d- PBP 4--Mutante durch eine bislang 
unbekannte Transglykosylase polymerisiert (McPherson und Popham, 2003). 
S. pneumoniae besitzt neben einer MGT drei bi-funktionale Penicillin-bindende Proteine, 
PBP1a, PBP1b und PBP2a. Wie in L. monocytogenes können alle drei HMW PBPs in S. 
pneumoniae einzeln deletiert werden, die gleichzeitige Deletion von pbp1a und pbp2a ist 
hingegen letal (Hoskins et al., 1999, Paik et al., 1999, Land und Winkler, 2011). Ähnlich ist 
es auch in E. coli, wo die Abwesenheit der beiden bi-funktionalen PBPs PBP 1A und PBP 1B 
zur Letalität führt, obwohl ein weiteres HMW PBP, PBP 1C, und eine mono-funktionale 
Transglykosylase vorhanden sind (Spratt und Jobanputra, 1977, Suzuki et al., 1978, Yousif et 
al., 1985, Denome et al., 1999). PBP1a und PBP2a aus S. pneumoniae, PBP 1A und PBP 1B 
aus E. coli und PBP A1 und PBP A2 aus L. monocytogenes weisen somit essenzielle 
Funktionen auf, die nicht von anderen Penicillin-bindenden Proteinen oder Proteinen, die an 
der Peptidoglykansynthese beteiligt sind, übernommen werden können.  
 
4.4. Attenuation der pbp-Mutanten 
4.4.1. Invasionsdefekt der ΔpbpA1- und ΔpbpA2-Mutanten 
Die Deletion von pbpA1 und pbpA2 beeinflusst zwar die Invasion in menschliche 
Epithelzellen (HeLa-Zellen), jedoch nicht die Phagozytose durch J774.A1-
Mausmakrophagen. Zudem ist die intrazelluläre Replikation beider Deletionsmutanten in 
HeLa-Zellen und den J774.A1-Mausmakrophagen nicht beeinträchtigt. Für die Invasion von 
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L. monocytogenes in menschliche Epithelzellen werden die Internaline InlA und InlB 
benötigt, die an den Wirtsrezeptoren E-cadherin bzw. Met binden (Gaillard et al., 1991, 
Cossart und Lecuit, 1998, Parida et al., 1998, Hamon et al., 2006). Die Bindung zwischen 
InlA und dem E-cadherin der Mausepithelzellen ist hingegen nicht möglich (Lecuit et al., 
1999). InlA weist ein LPXTG-Motiv auf und wird durch die Sortase A (SrtA) kovalent mit 
der Zellwand verbunden (Navarre und Schneewind, 1994, Lebrun et al., 1996, Bierne et al., 
2002). InlB besitzt hingegen GW-Domänen, die nicht-kovalente Interaktionen mit 
Lipoteichonsäuren, die in der Zellwand verankert sind, eingehen (Braun et al., 1997, 
Jonquieres et al., 1999). Neben LPXTG-Proteinen und Proteinen mit GW-Domänen gibt es 
Proteine mit LysM-Domänen, die ebenfalls mit der Zellwand assoziiert sind, z.B. die 
Autolysine p60 und MurA (NamA) (Bateman und Bycroft, 2000, Carroll et al., 2003, Pilgrim 
et al., 2003, Bierne und Cossart, 2007, Schmidt et al., 2011). Die Zellwandassoziation der 
LPXTG-Proteine InlA, Lmo0610 und Lmo0880, des GW-Proteins InlB und der LysM-
Proteine p60 und MurA (NamA), die einen Einfluss auf die Invasionsrate von L. 
monocytogenes haben, wird durch die Deletion von pbpA1 und pbpA2 allerdings nicht 
beeinträchtigt (Rismondo et al., 2015b). L. monocytogenes weist 19 InlA-Homologe mit 
LPXTG-Motiven auf (Marraffini et al., 2006), deren Oberflächenassoziation durch die 
Deletion von pbpA1 bzw. pbpA2 ebenfalls beeinträchtigt sein könnte. InlJ ist eins der InlA-
Homologe, allerdings hat die Deletion von inlJ keinen Einfluss auf die Invasion von L. 
monocytogenes in Epithel-, Endothelzellen oder Makrophagen (Sabet et al., 2005), wodurch 
davon ausgegangen werden kann, dass InlJ nicht zum Invasionsdefekt der pbp-Mutanten 
beiträgt. Vip, ein weiteres LPXTG-Protein, wird für das Eindringen von L. monocytogenes in 
menschliche Epithelzellen (Caco-2-Zellen) und Mausfibroblasten (L2071) benötigt. Dieses 
Protein interagiert mit dem Hitzeschockprotein Gp96 und unterdrückt dadurch die 
Immunantwort der Wirtszelle und fördert damit die Invasion der Bakterien (Cabanes et al., 
2005). Daher ist es denkbar, dass die Zellwandassoziation von Vip durch die Deletion von 
pbpA1 oder pbpA2 beeinflusst wird.  
Neben der Sortase A, die für die Verankerung der LPXTG-Proteine verantwortlich ist, weist 
L. monocytogenes eine zweite Sortase, Sortase B, auf, die vermutlich Proteine mit einem 
NXZTN-Motiv erkennt (Bierne et al., 2002, Bierne et al., 2004). Sortase B ist an der 
Oberflächenassoziation einiger weniger Proteine, beispielsweise des Virulenzfaktors SvpA 
zuständig (Bierne et al., 2004). SvpA unterstützt den Austritt von L. monocytogenes aus dem 
Phagosom von Makrophagen und beeinträchtigt dadurch das intrazelluläre Wachstum der 
Bakterien. Da das intrazelluläre Wachstum der ΔpbpA1 bzw. ΔpbpA2-Mutante in J774.A1-
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Mausmakrophagen vergleichbar zum Wildtypstamm ist, ist anzunehmen, dass die 
Oberflächenassoziation von SvpA durch die Deletion von pbpA1 bzw. pbpA2 nicht 
beeinflusst wird. Darüber hinaus ist die Sortase B auch für die Zellwandassoziation von 
Lmo2186 zuständig, dessen Funktion jedoch bislang nicht bekannt ist (Pucciarelli et al., 
2005).  
Internalin B und die Amidase Ami, die beide eine GW-Domäne aufweisen, interagieren mit 
Phosphoglykanen und unterstützen damit den Invasionsprozess in eukaryotische Zellen 
(Jonquieres et al., 2001, Milohanic et al., 2001). Die Deletion von aut, das für das Autolysin 
Auto, das ebenfalls eine GW-Domäne besitzt, codiert, äußert sich in einer verringerten 
Invasion in nicht-phagozytische eukaryotische Zelllinien (Cabanes et al., 2004). Die 
Oberflächenassoziation von InlB wird durch die Deletion von pbpA1 bzw. pbpA2 nicht 
beeinträchtigt, es ist jedoch nicht auszuschließen, dass die Assoziation anderer Proteine, die 
über GW-Domänen mit der Zellwand interagieren, wie z.B. Ami oder Auto in der ΔpbpA1- 
oder ΔpbpA2-Mutante gestört ist. 
Es ist auch denkbar, dass die Bindung von Fibronektin, einem dimeren Glykoprotein, das 
Bestandteil der extrazellulären Matrix der tierischen Gewebe ist (Ruoslahti et al., 1973, 
Vaheri et al., 1976, Fowler et al., 2000), in den ΔpbpA1- und ΔpbpA2-Mutanten 
beeinträchtigt ist. Pathogene Bakterien haben Oberflächenstrukturen entwickelt, die als 
MSCRAMMs (microbial surface components recognising adhesive matrix molecules) 
bezeichnet werden, um an verschiedene Proteine der extrazellulären Matrix z.B. Fibronektin 
und Proteoglykane wie Heparansulfat-Proteoglykan (HSPG) zu binden (Patti et al., 1994, 
Gilot et al., 1999). Die Deletion von fbpA in L. monocytogenes, das für das Membran-
assoziierte Fibronektin-bindende Protein A codiert, führt zu einer reduzierten Adhärenz und 
damit zu einer verringerten Invasion in Maushepathozyten, die Phagozytose durch 
Makrophagen ist jedoch vergleichbar zum Wildtypstamm (Dramsi et al., 2004). Zudem hat 
die Deletion von fbpA keinen Einfluss auf die intrazelluläre Replikation von L. 
monocytogenes und die Listerolysin O (LLO)- und InlB-Proteinmengen (Osanai et al., 2013). 
Der ΔfbpA-Phänotyp ähnelt demnach den Phänotypen der ΔpbpA1- und ΔpbpA2-Mutanten, 
was die Vermutung der eingeschränkten Fibronektinbindung untermauern würde. 
Die Deletion von pbpA1 oder pbpA2 könnte jedoch auch einen Einfluss auf die kovalente 
Bindung der Wandteichonsäuren mit dem Peptidoglykan haben. In Staphylococcus 
epidermidis konnte gezeigt werden, dass Wandteichonsäuren Fibronektin binden können und 
so zur Adhäsion der Bakterien an die Fibrin-Klumpen im Blut oder an die extrazelluläre 
Matrix der Epithelzellen beitragen (Aly und Levit, 1987, Chugh et al., 1990, Hussain et al., 
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2001). Die Abwesenheit von Wandteichonsäuren führt auch in S. aureus zur verringerten 
Interaktion zwischen Fibronektin oder anderen Komponenten der extrazellulären Matrix und 
den Bakterien, wodurch die Anheftung der Bakterien an Endothelzellen und menschlichen 
Epithelzellen reduziert wird (Weidenmaier et al., 2004, Weidenmaier et al., 2005). Eine 
reduzierte Expression oder ein Defekt in der Verankerung der Wandteichonsäuren durch die 
Deletion von pbpA1 oder pbpA2 könnte somit in L. monocytogenes zu einem Invasionsdefekt 
führen. Die Wandteichonsäuren werden in L. monocytogenes mit N-Acetylglucosamin durch 
die Proteine GtcA und Lmo2550 beladen (Promadej et al., 1999, Eugster et al., 2011). Die 
Deletion von gtcA führt zu einer verringerten Invasion von L. monocytogenes in Caco-2-
Zellen (Autret et al., 2001) und zu einer reduzierten Kolonisierung in Leber, Milz und Gehirn 
von Mäusen (Faith et al., 2009). Demnach könnte auch die Beladung der Wandteichonsäuren 
durch die Deletion von pbpA1 bzw. pbpA2 beeinträchtigt sein und zum Invasionsdefekt der 
beiden Deletionsmutanten beitragen. 
Im Genom von L. monocytogenes sind 133 Oberflächenproteine codiert, die über die 
verschiedenen Verankerungsmechanismen und Signalmotive, wie das LPXTG-Motiv oder die 
GW-Domänen, klassifiziert werden können (Glaser et al., 2001, Cabanes et al., 2002). Um 
herauszufinden, ob und welches dieser vielen oberflächenassoziierten Proteine durch die 
Deletion von pbpA1 bzw. pbpA2 in ihrer Funktionalität eingeschränkt sind, sind noch weitere 
Untersuchungen nötig. 
 
4.4.2. Attenuation der PBP B1- und PBP B2-Depletionsstämme 
Die Depletion von PBP B1 und PBP B2 führt zu einer drastischen Reduktion der Invasion in 
HeLa-Zellen und zur Unterbindung der Ausbreitung von Zelle zu Zelle. Demnach scheinen 
andere Faktoren beeinträchtigt zu sein, die zur Attenuation dieser Mutanten beitragen als in 
den ΔpbpA1- und ΔpbpA2-Mutanten. Die Proteinmenge des LPXTG-Proteins Lmo0880 und 
des Autolysins p60 ist infolge der Depletion von PBP B1 reduziert, die Proteinmengen und 
die Zellwandassoziation der Proteine InlA, InlB, Lmo0610 und des Autolysins MurA sind 
hingegen nicht verändert (Rismondo et al., 2015b). In Zellen, die in PBP B1 depletiert sind, 
werden entweder weniger Lmo0880 und p60 synthetisiert oder durch intrazelluläre Proteasen, 
die durch die endogene Autolyse des PBP B1-Depletionsstammes nach außen gelangen 
können, abgebaut. Eine Beeinträchtigung in der Synthese des Autolysins p60 in L. 
monocytogenes äußert sich in einer deutlich reduzierten Invasion in nicht-professionelle 
embryonale 3T6-Mausfibroblasten (Kuhn und Goebel, 1989, Pilgrim et al., 2003). Zudem 
führt die Deletion von iap, das für p60 codiert, zur Unterbindung der Zell-zu-Zellausbreitung 
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(Pilgrim et al., 2003). Die reduzierte Oberflächenassoziation von Lmo0880, das eine 
Kollagen-bindende Domäne aufweist (Bierne und Cossart, 2007), könnte zu einer reduzierten 
Adhärenz der Bakterien an Epithelzellen und damit einhergehend zu einer reduzierten 
Invasionsrate führen. Somit könnte die Reduktion von p60 und/oder Lmo0880 für die 
Attentuation des PBP B1-Depletionsstammes ursächlich sein. Allerdings ist nicht 
auszuschließen, dass weitere Virulenzfaktoren oder Prozesse, die für die Virulenz von L. 
monocytogenes wichtig sind, durch die Depletion von PBP B1 beeinträchtigt werden. 
Neben den Autolysinen und Virulenzfaktoren, die an der Oberfläche assoziiert sind, können 
auch Zellwandkomponenten zur Virulenz von Bakterien beitragen. D-Alanyl-
Lipoteichonsäuren sind beispielsweise wichtig für die Adhärenz und Virulenz von L. 
monocytogenes (Abachin et al., 2002). Lipoteichonsäuren (LTA) bestehen aus 
Polyphosphoglycerol, an das D-Alaninester oder Glykosyl-Reste gebunden werden und durch 
die Glykolipidgruppe in die Membran verankert werden (Fischer et al., 1980, Fischer, 1988, 
Fischer et al., 1990). Sie zählen neben Flagellenkomponenten, Nukleinsäuren und zyklischem 
di-Adenosinmonophosphat (c-di-AMP) zu den sogenannten PAMPS (pathogen-associated 
molecular patterns), die durch die pattern recognition receptors (PRR) erkannt werden und das 
Immunsystem des Wirts aktivieren (Medzhitov, 2007, Ito, 2014). Die Proteine, die für die 
Bindung des D-Alaninesters an die LTAs verantwortlich sind, werden im dlt-Operon codiert 
(Perego et al., 1995, Neuhaus et al., 1996, Clemans et al., 1999, Peschel et al., 1999, Boyd et 
al., 2000). Wenn die D-Alanylierung durch die Deletion von dlt-Genen verhindert wird, weist 
die Zelloberfläche eine erhöhte Elektronegativität auf (Baddiley, 2000, Abachin et al., 2002). 
Zudem kommt es in Abwesenheit der D-Alaninester zu einer erhöhten Bindung von 
kationischen Proteinen, z.B. Autolysinen und Adhäsinen, oder kationischen antimikrobiellen 
Peptiden, was in Lactobacillus rhamnosus und Streptococcus gordonii zu Veränderungen der 
Zellmorphologie und Defekten in der Zellteilung oder in B. subtilis zu einer erhöhten 
endogenen Autolyse und Sensitivität gegenüber β-Laktam-Antibiotika führt (Ntamere et al., 
1987, Wecke et al., 1997, Clemans et al., 1999). Die Depletion von PBP B1 in L. 
monocytogenes äußert sich ebenfalls in einer erhöhten endogenen Autolyse, die durch die 
Inkubation mit Penicillin gesteigert werden kann. Möglicherweise können die 
Lipoteichonsäuren infolge der Depletion von PBP B1 nicht mehr ausreichend mit D-
Alaninestern verknüpft werden und dadurch zur gesteigerten Lyse der Zellen führen. 
Zellen, in denen PBP B2 depletiert ist, können sich ebenfalls nicht von Zelle zu Zelle 
ausbreiten. Die Depletion von PBP B2 hat keinen Einfluss auf die Proteinmengen und 
Zellwandassoziation der getesteten Proteine (Rismondo et al., 2015b), führt jedoch zu einem 
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starken Zellteilungsdefekt, der sich in einer Verlängerung der Zellen (bis zu 30 µm) 
manifestiert. Demnach könnte ein anderer Grund für die Attenuation dieses Stammes 
bestehen. Möglicherweise ist der PBP B2-Depletionsstamm nicht in der Lage, einen polar 
lokalisierten Aktinschwanz zu bilden, um sich im Wirtszytosol zu bewegen. Ähnliches wurde 
in einer Δiap-Deletionsmutante beobachtet, die das Autolysin p60 nicht mehr synthetisiert 
und dadurch Zellketten bildet (Pilgrim et al., 2003). ActA, das für die Polymerisierung des 
Aktins zuständig ist, ist dort lediglich in 5% der Zellen am Pol lokalisiert (Domann et al., 
1992, Kocks et al., 1992, Kocks et al., 1993, Pilgrim et al., 2003). Aufgrund dessen bildet 
diese Mutante ein filamentöses Aktin-Netzwerk, kann sich nicht mehr im Zytosol des Wirtes 
bewegen und ist dadurch stark attenuiert (Pilgrim et al., 2003). Die aus der Depletion von 
PBP B2 resultierende Verlängerung der Zellen führt demnach vermutlich zur 
Beeinträchtigung in der Zell-zu-Zellausbreitung. Zudem würde dieser Zellteilungsdefekt auch 
den Invasionsdefekt erklären, da InlA ebenfalls an den Zellpolen lokalisiert und 
wahrscheinlich nicht genug Kontakt zur Wirtszelle und dem Rezeptor E-cadherin bekommt 
(Lebrun et al., 1996, Bierne et al., 2002, Rafelski und Theriot, 2006). Zellen, deren Zelllänge 
durch die Depletion von PBP B2 so stark erhöht wurde, können zudem vermutlich nicht durch 
Phagozytose aufgenommen werden. Die Deletion von secA2 oder divIVA in L. monocytogenes 
äußert sich in der Bildung von Zellketten, die ebenfalls aufgrund der Zelllänge einen 
Invasionsdefekt haben und in der Zell-zu-Zellausbreitung beeinträchtigt sind (Lenz et al., 
2003, Halbedel et al., 2012). 
 
4.5. Attenuation der ΔgpsB-Mutante 
Da GpsB in L. monocytogenes für die Regulation der PBP A1-Aktivität verantwortlich ist, 
könnte die Deletion von gpsB ähnliche Auswirkungen auf die Virulenz haben wie die 
Deletion von pbpA1. Tatsächlich führt die Deletion von gpsB zur Bildung kleinerer Plaques 
im Plaque-Formation-Assay wie es auch für die ΔpbpA1-Mutante beobachtet wurde. Zudem 
hat GpsB keinen Einfluss auf die Phagozytose durch J774.A1-Mausmakrophagen. Die 
Deletion von gpsB führt jedoch zu einer reduzierten intrazellulären Replikation in dieser 
Zelllinie. Allerdings ist anzunehmen, dass sich lediglich der Wachstumsdefekt der ΔgpsB-
Mutante, der bei 37°C auftritt, in diesen Infektionsexperimenten wiederspiegelt. Bei 30°C 
wies die ΔgpsB-Mutante ein zum Wildtypstamm vergleichbares Wachstum auf, so dass man 
bei dieser Temperatur mögliche Defekte in der intrazellulären Replikation sehen könnte. In L. 
monocytogenes ist jedoch PrfA für die Expression der wichtigsten Virulenzfaktoren, z.B. 
actA, plcA und plcB, zuständig (Chakraborty et al., 1992). Die Regulation der PrfA-Aktivität 
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und der prfA-Expression erfolgt über mehrere Mechanismen. Beispielsweise wird die 
Expression von prfA durch einen RNA-Thermosensormechanismus reguliert, der die 
Translation von prfA erst bei 37°C ermöglicht (Johansson et al., 2002). Demnach werden die 
wichtigsten Virulenzfaktoren bei 30°C nicht exprimiert, weshalb Infektionsexperimente bei 
diesen Temperaturen keinen Aufschluss über die Rolle von GpsB für das intrazelluläre 
Wachstum von L. monocytogenes geben würden. 
Interessanterweise ist die Attenuation der ΔgpsB-Mutante in Infektionsexperimenten mit 
Galleria mellonella vergleichbar mit einer Mutante, bei der die gesamte Pathogenitätsinsel 
LIPI-1 deletiert wurde, die die Gene prfA, plcA, hly, mpl, actA und plcB enthält (Mukherjee et 
al., 2010). Es ist jedoch unklar, ob die verringerte Virulenz der ΔgpsB-Mutante in diesem 
Infektionsexperiment lediglich auf dem Wachstumsdefekt basiert oder ob die Invasion, die 
intrazelluläre Replikation oder die Zell-zu-Zellausbreitung in den Wachsmottenlarven durch 
die Abwesenheit von GpsB gestört ist. Möglicherweise wird die ΔgpsB-Mutante durch die 
endogene Autolyse lediglich eher durch das Immunsystem erkannt und dadurch schneller und 
effizienter bekämpft. Demnach ist nicht auszuschließen, dass GpsB wie auch DivIVA einen 
Einfluss auf die Virulenz von L. monocytogenes hat (Halbedel et al., 2012), allerdings sollten 
noch weitere Infektionsexperimente durchgeführt werden, um dies eindeutig nachzuweisen. 
Beispielsweise könnte getestet werden, ob z.B. die Deletion von clpC, murZ, lmo1503 oder 
lmo1921 in der ΔgpsB-Mutante die verminderte Virulenz ebenso supprimiert wie den 
Wachstumsdefekt.  
 
4.6. Suppression des ΔgpsB-Phänotyps 
Die Suppression des ΔgpsB-Phänotyps durch die Deletion von pbpA1 ist lediglich partiell. 
Daher ist davon auszugehen, dass noch weitere Faktoren durch die Deletion von gpsB 
beeinflusst werden. Durch die Analyse von spontanen Suppressoren, die nach 2-tägigem 
Wachstum der ΔgpsB-Mutante bei 42°C auf BHI-Agar wachsen, konnten Hinweise auf 
Interaktionspartner und Prozesse, an denen GpsB beteiligt ist, gewonnen werden.  
 
4.6.1. Suppression des ΔgpsB-Phänotyps durch Mutationen in murZ 
In den Suppressoren shg6, shg7 und shg9 konnten verschiedene Mutationen im murZ-Gen 
identifiziert werden. In Firmicutes gibt es zwei UDP-N-Acetylglucosamin 1-
Carboxyvinyltransferasen, MurA und MurZ, die den ersten Schritt der Peptidoglykansynthese 
katalysieren (Du et al., 2000). MurZ aus L. monocytogenes besteht aus 423 Aminosäuren und 
weist eine Homologie von 47% zu MurA auf. MurA bildet zwei globuläre Domänen aus, die 
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über Linker miteinander verbunden sind (Abb. 40). Das aktive Zentrum befindet sich 
zwischen diesen beiden Domänen (Skarzynski et al., 1996, Han et al., 2010, Halavati et al., 
unpublished). In E. coli werden 10 direkte Wasserstoffbrückenbindungen zwischen den 
Aminosäuren gebildet, die das aktive Zentrum umgeben (Skarzynski et al., 1996) und das 
MurA-Substrat Phosphoenolpyruvat bindet an Cystein 115 (Cassidy und Kahan, 1973, Wanke 
und Amrhein, 1993, Brown et al., 1994). Diese Aminosäure wird auch vom Antibiotikum 
Fosfomycin gebunden, wodurch MurA inhibiert wird (Kahan et al., 1974, Marquardt et al., 
1994, Bugg, 1999). Die Aminosäuren K22, R120 und R397 in E. coli und Enterobacter 
cloacae MurA umgeben die Phosphonat-Gruppe von Fosfomycin und bilden starke 
elektrostatische Interaktionen und 5 Wasserstoffbrückenbindungen aus (Skarzynski et al., 
1996, Thomas et al., 2004, Han et al., 2010). Die Aminosäuren K22, R120, D305, R331, 
R371 und R397 sind zudem für die Bindung von Phosphoenolpyruvat an MurA von E. 
cloacae verantwortlich (Schonbrunn et al., 2001, Eschenburg et al., 2003, Eschenburg et al., 
2005). In Abb. 39 sind die entsprechenden Aminosäuren in L. monocytogenes MurA 




Abb. 39: Aktives Zentrum von MurA aus L. monocytogenes 
Darstellung der Aminosäuren K22, C117, R122, D305, R331, R371 und R397 in MurA aus L. monocytogenes 
EGD-e (PDB: 3R38) (Halavati et al., unpublished), die vermutlich an der Phosphoenolpyruvat-Bindung beteiligt 
sind. 
 
In L. monocytogenes MurZ entspricht K22 dem Lysin an Position 23, dass in Suppressor shg6 
zu Glutamat mutiert wurde (Abb. 40B). Durch die Mutation K23E wird daher vermutlich die 
Bindung von Phosphoenolpyruvat durch MurZ beeinträchtigt und somit die Aktivität von 
MurZ herabgesetzt. In dem Suppressor shg9 führt eine Punktmutation zur Bildung eines 
vorzeitigen Stopp-Codons, wodurch ein trunkiertes MurZ-Protein bestehend aus 253 
Aminosäuren hergestellt wird (Abb. 40C). Im Gegensatz dazu führt die Insertion von zwei 








Frameshift. Dadurch wird in diesem Suppressor ebenfalls ein trunkiertes MurZ-Protein 
synthetisiert, das lediglich aus 99 Aminosäuren besteht, gefolgt von 41 Aminosäuren, deren 
Sequenz nicht mit der MurZ-Sequenz übereinstimmt (Abb. 40D). In den Proteinen MurZ1-253 
und MurZ1-99 ist lediglich die N-terminale globuläre Domäne vollständig bzw. nur zum Teil 
vorhanden (Abb. 40C-D). Dadurch kann das aktive Zentrum nicht mehr vollständig 
ausgebildet werden und das Enzym ist inaktiv. Durch die Inaktivierung von MurZ durch die 
Mutationen in den Suppressoren shg6, shg7 und shg9 wurde der Wachstumsdefekt der 
ΔgpsB-Mutante supprimiert. Darüber hinaus führte die ektopische Expression von murZ1-253 
und murZK23E in der ΔgpsB-Mutante zur partiellen Suppression des Wachstumsdefektes bei 
42°C. Diese Suppression ist dabei lediglich partiell, da zusätzlich zum trunkierten bzw. 
mutierten MurZ-Protein das Wildtypprotein vorhanden ist. Das heißt jedoch auch, dass 
MurZ1-253 und MurZ K23E dominant gegenüber dem Wildtypprotein sind und dessen 
Aktivität beeinträchtigen. Dahingegen konnte keine Suppression durch die zusätzliche 
Expression von murZ1-99 beobachtet werden. Das Wildtypprotein MurZ ist somit dominant 
gegenüber dem verkürzten Protein MurZ1-99. Möglicherweise ist MurZ1-99 zu kurz, um mit 
dem Wildtypprotein zu interagieren und dessen Aktivität zu beeinflussen. 
 
Abb. 40: Kristallstruktur von MurA aus L. monocytogenes 
(A) Kristallstruktur von MurA aus L. monocytogenes EGD-e (PDB: 3R38) (Halavati et al., unpublished). (B) 
Darstellung der Position K22 in MurA, die in L. monocytogenes MurZ K23 entspricht. (C) Darstellung der 
Struktur der ersten 253 Aminosäuren von MurA. (D) Darstellung der Struktur der ersten 99 Aminosäuren von 
MurA.  
 
Die Deletion des murZ-Gens in der ΔgpsB-Mutante äußert sich in einer beinah vollständigen 
Suppression des Wachstumsdefektes. Damit wird die Vermutung bestätigt, dass die Proteine 
MurZ K23E, MurZ1-99 und MurZ1-253 eine reduzierte Aktivität besitzen oder inaktiv sind und 
die zum Teil nur partielle Suppression bei ektopischer Expression der murZK23E, murZ1-99 
und murZ1-253 Allele lediglich auf der Anwesenheit des Wildtypproteins beruht. In E. cloacae 
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konnte gezeigt werden, dass MurA K23R, K23V und K23E lediglich eine Aktivität von 
weniger als 0,5% des Wildtypproteins aufweisen (Samland et al., 1999), was die Vermutung 
bestätigt, dass MurZ K23E quasi inaktiv ist. Diese Ergebnisse zeigen, dass die Inaktivierung 
von MurZ sowie die Deletion des murZ-Gens einen supprimierenden Effekt auf das 
Wachstum der ΔgpsB-Mutante haben. 
In den Suppressoren shg6, shg7 und shg9, die murZK23E, murZ1-99 und murZ1-253 
exprimieren, in der ΔmurZ-Einzelmutante und in der ΔmurZ ΔgpsB-Doppelmutante wurden 
erhöhte MurA-Proteinmengen im Vergleich zum Wildtypstamm nachgewiesen. Die 
Suppression des ΔgpsB-Phänotyps ist daher möglicherweise durch die Akkumulation von 
MurA bedingt. Die Transkription von murA ist in den genannten Stämmen jedoch nicht 
verändert. Demnach könnte die Translation von murA erhöht sein oder ein regulatorischer 
Mechanismus bestehen, der in Abwesenheit von murZ das MurA-Protein stabilisiert und vor 
Abbau schützt. In S. aureus wird murA über den gesamten Zellzyklus stärker exprimiert als 
murZ. In Anwesenheit des MurA-Inhibitors Fosfomycin wird jedoch die Expression von 
murZ induziert, um die Zellintegrität zu gewährleisten (Blake et al., 2009). Möglicherweise 
gibt es in L. monocytogenes einen reziproken Mechanismus in Abwesenheit von MurZ. Der 
Abbau von MurAA, dem MurA-Homolog in B. subtilis, erfolgt über die ATPase ClpC und 
die Protease ClpP (Kock et al., 2004). Da die Deletion von clpC in L. monocytogenes zur 
Akkumulation von MurA führt, ist anzunehmen, dass MurA ein Substrat des ClpCP-
Komplexes ist. In der ΔmurZ-Mutante könnte demnach auch die Aktivität von ClpC oder 
ClpP herabgesetzt sein, wodurch die Stabilität von MurA erhöht wird. 
 
4.6.2. Suppression des ΔgpsB-Phänotyps durch Mutationen in clpC 
Der ClpP-abhängige Abbau von Proteinen spielt eine wichtige Rolle in vielen zellulären 
Prozessen, wie z.B. zur Kontrolle von Stoffwechselwegen, zum Abbau beschädigter Proteine, 
zur Kontrolle der Stressantwort, der Zellwandbiosynthese und der Zellteilung (Gottesman und 
Maurizi, 1992, Squires und Squires, 1992, Msadek et al., 1994, Gottesman et al., 1997, 
Wickner et al., 1999, Frees et al., 2014). 
Zwei Suppressoren, shg4 und shg5, wiesen die Punktmutation R254S im clpC-Gen auf. ClpC 
gehört zur Clp/Hsp100-Familie der AAA+ ATPasen und ist für die ATP-abhängige 
Entfaltung der ClpC-Substrate und dem anschließenden Transport zu ClpP zuständig 
(Schirmer et al., 1996, Turgay et al., 1997, Turgay et al., 1998, Krüger et al., 2001, Pan et al., 
2001, Nakano et al., 2002). Die Bildung des ClpC-Hexamers und die Zusammenlagerung 
zum Proteasekomplex ClpCP ist abhängig vom Adapterprotein MecA (Schlothauer et al., 
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2003, Kirstein et al., 2006). Darüber hinaus rekrutiert MecA spezifische Substrate, z.B. den 
Kompetenz-Transkriptionsfaktor ComK aus B. subtilis (Turgay et al., 1997, Turgay et al., 
1998, Dubnau, 1999, Persuh et al., 1999). ClpC besitzt zwei Nukleotidbindedomänen, D1 und 
D2. Durch die Interaktion der C-terminalen Domäne von MecA mit der D1-Domäne von 
ClpC wird ClpC aktiviert und die Bildung des ClpCP-Komplexes initiiert (Wang et al., 2011). 
Die D1-Domäne enthält zwei Loops, Loop 1 besteht in B. subtilis aus K252-Y253-R254-
G255 und Loop 2 aus G286-A287-G288-G289-A290 (Hinnerwisch et al., 2005, Wang et al., 
2011). Die Deletion einer dieser beiden Loops reduziert die ATPase-Aktivität um 80% und 
verhindert dadurch die Entfaltung und den Abbau der Proteine durch den Proteasekomplex 
ClpCP (Mei et al., 2009, Wang et al., 2011). Die Aminosäure R254 ist in B. subtilis und L. 
monocytogenes konserviert. Die Mutation des Arginins an Position 254 zu einem Serin führt 
in den beiden Suppressoren demnach vermutlich zu einer reduzierten Aktivität der ATPase 
ClpC und damit einhergehend zur Reduktion des ClpP-abhängigen Proteinabbaus. Diese 
Hypothese wird durch den Nachweis der MurA-Akkumulation in den Suppressoren shg4 und 
shg5 bestätigt.  
 
4.6.3. Suppression des ΔgpsB-Phänotyps durch gesteigerte MurA-Proteinmengen 
In den Firmicutes S. pneumoniae, S. aureus und E. faecalis können beide murA-Gene einzeln 
deletiert werden, die Kombination beider Deletionen ist hingegen letal (Du et al., 2000, Blake 
et al., 2009, Vesić und Kristich, 2012). Im Gegensatz dazu sind murAA und murA1 in B. 
subtilis bzw. B. anthracis essenziell, wohingegen die Deletion von murAB bzw. murA2 
toleriert wird (Kobayashi et al., 2003, Read et al., 2003, Kock et al., 2004, Kedar et al., 
2008). Die Deletion von murA in L. monocytogenes war ebenfalls nicht möglich. Darüber 
hinaus äußert sich die Depletion von MurA in einem drastischen Wachstumsdefekt bei 37°C 
und ist bei 42°C letal. Daher ist anzunehmen, dass murA auch in L. monocytogenes essenziell 
ist. Die Deletion von murZ, murA2 oder murAB in L. monocytogenes, B. anthracis bzw. E. 
faecalis führt zu keinen drastischen Wachstumsdefekten (Kedar et al., 2008, Vesić und 
Kristich, 2012). Demzufolge kann die Deletion von murZ durch die Aktivität von MurA 
kompensiert werden. MurA und MurZ haben daher vermutlich überlappende Funktionen. Es 
ist jedoch auch möglich, dass MurZ nur unter bestimmten Bedingungen aktiv ist, wie 
beispielsweise unter Nährstoffmangel. MurA scheint hingegen essenzielle Funktionen 
aufzuweisen, die MurZ nicht übernehmen kann. Die Deletion von murAA äußert sich in E. 
faecalis in einer reduzierten Resistenz gegenüber den Cephalosporinen Cefriaxon und 
Ceftazidim, einem deutlichen Wachstumsdefekt und einer geschwächten Zellwand (Vesić und 
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Kristich, 2012). Aufgrund dessen ist anzunehmen, dass MurA die primäre UDP-N-
Acetylglucosamin 1-Carboxyvinyltransferase in den meisten Firmicutes ist. 
Zur Bestätigung der MurA-abhängigen Suppression des Wachstumsdefektes der ΔgpsB-
Mutante wurde MurA im ΔgpsB-Hintergrund depletiert. Dabei zeigte sich, dass die ΔgpsB-
Mutante sensitiver gegenüber der Depletion von MurA als der Wildtypstamm ist. Dies erklärt 
möglicherweise auch den gesteigerten Wachstumsdefekt der ΔgpsB-Mutante bei 42°C. Die 
Expression des clpC-Gens, das für die ClpC-ATPase kodiert, wird bei Hitzeschock induziert 
(Krüger et al., 1994, Msadek et al., 1994). In B. subtilis konnte gezeigt werden, dass die 
Halbwertzeit von MurAA bei 37°C bei 55 min liegt und sich durch die Inkubation der Zellen 
bei 52°C auf 17 min reduziert (Kock et al., 2004). Die Überexpression von murA in der 
ΔgpsB-Mutante supprimierte hingegen den Wachstumsdefekt. Dies stellt den ersten Beweis 
dar, dass erhöhte MurA-Mengen den ΔgpsB-Phänotyp supprimieren und ist zugleich der erste 
Nachweis einer genetischen Verbindung zwischen GpsB und dem ersten Schritt der 
Peptidoglykansynthese. 
Durch die erhöhten MurA-Proteinmengen wird die Peptidoglykansynthese in der ΔgpsB-
Mutante wahrscheinlich stärker angetrieben. In E. coli und E. cloaclae wird MurA, durch 
UDP-N-Acetylmuraminsäure (UDP-MurNAc), die durch MurB gebildet wird, gebunden und 
kompetitiv inhibiert (Mizyed et al., 2005, Zhu et al., 2012). Über diesen negativen Feedback-
Loop wird die Aktivität von MurA kontrolliert (Mizyed et al., 2005). Für Gram-positive 
Bakterien wurde dieser Mechanismus bislang noch nicht beschrieben. Aufgrund der 
Konservierung der Bindungsstellen von Phosphoenolpyruvat und Fosfomycin ist es jedoch 
vorstellbar, das auch die Bindungsstellen von UDP-GlcNAc und UDP-MurNAc konserviert 
sind. Die erhöhten MurA-Proteinmengen in der ΔgpsB-Mutante könnten dann dazu führen, 
dass die Aktivität von MurA nicht mehr ausreichend durch die Bindung von UDP-MurNAc 
kontrolliert werden kann, sodass Lipid II vermutlich verstärkt synthetisiert wird. 
Möglicherweise kann dadurch die beeinträchtigte Aktivität von PBP A1, die aus der 
Abwesenheit von GpsB resultiert, kompensiert werden. 
 
4.6.3.1 Suppression des ΔgpsB-Phänotyps durch Deletion von lmo1921 
Die Deletion des lmo1921-Gens, dessen Funktion bislang noch nicht bekannt ist, führte 
ebenfalls zu einer Akkumulation von MurA im Wildtyp- und im ΔgpsB-Hintergrund und 
vermutlich dadurch zu einer nahezu vollständigen Suppression des Wachstumsdefektes der 
ΔgpsB-Mutante. Die Δlmo1921-Mutante weist einen Wachstumsdefekt bei 42°C auf und 
bildet kürzere Zellen. Im Gegensatz dazu kommt es in der ΔgpsB-Mutante zur Bildung 
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längerer Zellen. Die Kombination beider Allele in der Δlmo1921 ΔgpsB-Doppelmutante führt 
zum einen zur gegenseitigen Suppression der Wachstumsdefekte beider Einzelmutanten und 
zum anderen gleichen sich die gegenteiligen Effekte beider Mutationen auf die Zellteilung 
aus, da dieser Stamm eine Zelllänge aufweist, die vergleichbar mit dem Wildtypstamm ist. 
Diese gegenseitige Suppression beider Defekte weist darauf hin, dass GpsB und Lmo1921 
gegensätzliche Funktionen haben könnten. In Bacterial Two-Hybrid-Assays konnte gezeigt 
werden, dass beide Proteine miteinander als auch mit dem Penicillin-bindenden Protein PBP 
A1 interagieren. Da GpsB die Aktivität von PBP A1 durch Komplexbildung räumlich 
einschränkt, könnte die Rolle von Lmo1921 darin bestehen, dieser Komplexbildung 
entgegenzuwirken. Dies würde die gegensätzliche Funktion von Lmo1921 erklären. Fraglich 
bleibt jedoch, wieso die Deletion von lmo1921 zur Akkumulation von MurA führt. 
Strukturell weist Lmo1921 Homologie zu Ba_1542 aus B. anthracis auf (Abb. 41), dessen 
Kristallstruktur bestimmt wurde, allerdings gibt es bislang keine Untersuchungen zur 
Funktion von Ba_1542 (Patskovsky et al., unpublished). Um die Funktion von Lmo1921 zu 
bestimmen und zu überprüfen, welchen Einfluss Lmo1921 auf PBP A1 und auf die MurA-
Menge hat, müssen weiterführende Untersuchungen erfolgen. Dazu könnte z.B. überprüft 
werden, welchen Einfluss die Deletion von lmo1921 auf das Wachstum und die Zellteilung 
der ΔpbpA1-Mutante ausübt. 
 
Abb. 41: Struktureller Vergleich von Ba_1542 aus B. anthracis und Lmo1921 aus L. monocytogenes 
(A) Kristallstruktur von Ba_1542 aus B. anthracis (PDB: 3DO9) (Patskovsky et al., unpublished). (B) 
Strukturvorhersage von Lmo1921 aus L. monocytogenes mit dem SWISS-MODEL-Server, basierend auf der 






4.6.3.2 Suppression des ΔgpsB-Phänotyps durch Mutation in der Ribosomenbindestelle 
des lmo1503-Gens 
Der Suppressorstamm shg12 wies eine Mutation in der Ribosomenbindestelle des lmo1503-
Gens auf, die vermutlich einen Einfluss auf die Expression von lmo1503 hat. Die Funktion 
dieses Gens wurde jedoch bislang nicht untersucht. 
Bacterial Two-Hybrid-Analysen zeigten eine Interaktion zwischen GpsB und Lmo1503. 
Darüber hinaus konnten Interaktionen zwischen Lmo1503 und Lmo1921 nachgewiesen 
werden. Die Deletion von lmo1503 in der ΔgpsB-Mutante führt zu einer vollständigen 
Suppression des Wachstumsdefektes der ΔgpsB-Mutante. Diese Suppression ist sehr 
wahrscheinlich durch die Akkumulation von MurA bedingt. Interessanterweise führt die 
Überexpression von lmo1503 in der ΔgpsB-Mutante zu einem gesteigerten Wachstumsdefekt 
bei 37°C. Möglicherweise führt die Überexpression von lmo1503 zur Inhibierung von 
Prozessen, die in der ΔgpsB-Mutante ohnehin schon eingeschränkt ablaufen, z.B. der 
Peptidoglykansynthese. Die ΔgpsB-Mutante ist hypersensitiv gegenüber der Depletion von 
MurA und somit vermutlich auch hypersensitiv gegenüber der Inhibierung anderer an der 
Peptidoglykansynthese beteiligter Prozesse. Die Vermutung einer Verbindung zwischen 
Lmo1503 und der Peptidoglykansynthese wird durch den Nachweis einer Interaktion von 
Lmo1503 mit GpsB und Lmo1921 bestätigt. 
Die ΔgpsB- und Δlmo1503-Einzelmutanten weisen eine vergleichbare Zelllänge auf wie die 
ΔgpsB Δlmo1503-Doppelmutante. Da sich die Zellteilungsdefekte beider Einzelmutanten in 
der ΔgpsB Δlmo1503-Doppelmutante nicht summieren, ist anzunehmen, dass GpsB und 
Lmo1503 Funktionen ausüben, die den gleichen Prozess beeinflussen. Der mögliche direkte 
Einfluss, den die Deletion von lmo1503 in der ΔgpsB-Mutante haben könnte, wird durch die 
Akkumulation von MurA in diesem Stamm noch zusätzlich maskiert und es bleibt auch hier 
fraglich, weshalb es zur Akkumulation von MurA in den Δlmo1503-Mutanten kommt. Die 
Deletion von lmo1503 könnte beispielsweise die Transkription von murA beeinflussen. Um 
dies zu überprüfen, sollte auch von den Δlmo1503- und Δlmo1503 ΔgpsB-Mutanten RNA 
isoliert und ein Northernblot unter Verwendung einer murA-spezifischen RNA-Sonde 
angefertigt werden. Es ist auch möglich, dass Lmo1503 einen Einfluss auf die ClpC-Aktivität 
hat und die Abwesenheit von Lmo1503 bewirkt, dass MurA weniger durch ClpC degradiert 
wird und dadurch akkumuliert.  
Strukturvergleiche geben keinen Hinweis auf die Funktion von Lmo1503 und das homologe 




4.6.4. Suppression des ΔgpsB-Phänotyps durch Mutationen in UDP-GlcNAc-
konsumierenden Stoffwechselwegen 
Das Lmo2550-Protein, welches in Suppressor shg6 den Aminosäureaustausch E38G aufweist, 
und GtcA sind in L. monocytogenes für die Beladung von Wandteichonsäuren mit UDP-
GlcNAc verantwortlich (Promadej et al., 1999, Eugster et al., 2011). Die Deletion von 
lmo2550 oder gtcA supprimiert den Wachstumsdefekt der ΔgpsB-Mutante teilweise, jedoch 
nicht über die Akkumulation von MurA. Durch die Abwesenheit von Lmo2550 oder GtcA 
kann vermutlich mehr UDP-GlcNAc durch MurA für die Peptidoglykansynthese eingesetzt 
werden. Die Suppression des Wachstumsdefektes ist bei den Δlmo2550 ΔgpsB- und ΔgtcA 
ΔgpsB-Doppelmutanten lediglich partiell. Vermutlich kann in diesen Stämmen die 
Peptidoglykansynthese zwar effizienter erfolgen, ist jedoch limitiert durch die lediglich 
normalen MurA-Proteinmengen, was sich in der partiellen Suppression wiederspiegelt. Um zu 
überprüfen, ob tatsächlich mehr UDP-GlcNAc in diesen Zellen vorhanden ist und durch 
MurA genutzt werden kann, sollte der UDP-GlcNAc-Gehalt in den Δlmo2550- und ΔgtcA-
Mutanten im Vergleich zum Wildtypstamm und der ΔgpsB-Mutante gemessen werden. 
 
4.6.5. MurA-unabhängige Suppression des ΔgpsB-Phänotyps 
Neben der MurA-abhängigen Suppression des Wachstumsdefektes der ∆gpsB-Mutante 
wurden Proteine identifiziert, deren Deletion einen supprimierenden Effekt hat, jedoch nicht 
zur Akkumulation von MurA führt. Beispielsweise führt die Deletion von lmo1549 in der 
∆gpsB-Mutante zur partiellen Suppression des Wachstumsdefektes, die MurA-Proteinmengen 
sind jedoch vergleichbar zum Wildtypstamm und der ∆gpsB-Mutante. Lmo1549 ist als DNA-
Reparaturprotein RadC annotiert, allerdings handelt es sich hier um eine falsche Annotation, 
die auf der Untersuchung der radC102-Mutation in E. coli basiert (Felzenszwalb et al., 1984, 
Attaiech et al., 2008). Die radC102-Mutation äußerte sich in einer leicht erhöhten Sensitivität 
gegenüber UV- und Röntgenstrahlen (Felzenszwalb et al., 1984). Später konnte jedoch 
gezeigt werden, dass die radC102-Mutation im recG-Gen liegt, das für eine DNA-Helikase 
codiert (Lombardo und Rosenberg, 2000). Demnach konnte bislang keine Funktion für das 
eigentliche radC-Gen und dessen Homologe wie lmo1549 bestimmt werden.  
Da die Deletion von lmo1549 im Wildtypstamm zur Verkürzung der Zellen und in der ∆gpsB-
Mutante zur Zellverlängerung führt, wurde vermutet, dass Lmo1549 eine Rolle in der 
Zellteilung spielt. Zudem befindet sich das Gen lmo1549 vor dem mreBCD-Operon, was auf 
eine Rolle in der Zellmorphogenese hinweist. Lmo1549 weist im C-Terminus eine DUF2466-
Domäne auf. Die DUF-2466-Domäne enthält ein Jab1/MPN/Mov34 Metalloenzym-Motiv 
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(JAMM-Motiv), EXnHXHX10D, das für die Bindung von Zink-Ionen benötigt wird und 
gleichzeitig das aktive Zentrum einer Isopeptidase darstellt (Rawlings und Barrett, 1995, 
Cope et al., 2002, Verma et al., 2002). Zu Proteinen, die eine JAMM-Domäne aufweisen, 
gehören regulatorische Untereinheiten des 26S-Proteasoms der Eukaryoten, z.B. Rpn11, 
Untereinheiten des eukaryotischen Initiationsfaktors 3 (eIF3) und Regulatoren von 
Transkriptionsfaktoren (Aravind und Ponting, 1998, Lyapina et al., 2001, Schwechheimer et 
al., 2001, Cope et al., 2002, Verma et al., 2002). Proteine, die durch das 26S-Proteasom 
abgebaut werden sollen, werden ubiquitinyliert. Die Isopeptidase Rpn11 aus Saccharomyces 
cerevisiae spaltet vor dem Proteinabbau die Isopeptidbindung zwischen dem zu 
degradierenden Protein und dem Ubiquitin-Signal (Verma et al., 2002). Proteine, die ein 
JAMM-Motiv aufweisen, wurden in Eukaryoten, Archaeen und Bakterien gefunden (Cope et 
al., 2002, Iyer et al., 2006). Prokaryoten weisen daher Vorläufer des eukaryotischen 
Ubiquitinsignalsystems auf, die vermutlich ähnliche Funktionen haben (Iyer et al., 2006). 
Archaeen besitzen Ubiquitin-ähnliche Proteine, die sogenannten SAMPs (small archaeal 
modifier proteins), die Proteine posttranslational markieren. Das Protein HvJAMM1 aus 
Haloferax volcanii ist für die Abspaltung des SAMP-Signals zuständig und weist damit 
funktionelle Ähnlichkeit zu Rpn11 aus S. cerevisiae auf (Verma et al., 2002, Hepowit et al., 
2012). Das Protein AfJAMM aus dem Archaebakterium Archaeoglobolus fulgidus, das durch 
AF2198 codiert wird, weist eine strukturelle Ähnlichkeit mit der Cytidindeaminase CDA aus 
B. subtilis auf (Ambroggio et al., 2004). Eine Funktion konnte jedoch nicht bestimmt werden. 
Proteine mit einer JAMM-Domäne sind in Bakterien bislang wenig untersucht. In M. 
tuberculosis spaltet das JAMM-Protein Mec+ (Rv1334) im Verlauf der Cysteinbiosynthese 
das CysO-Cystein-Addukt, wodurch Cystein freigelassen und das Schwefelcarrier-Protein 
CysO regeniert wird (Burns et al., 2005). 
Vergleicht man eine vorhergesagte Struktur des C-Terminus von Lmo1549 (Aminosäuren 
102-224) aus L. monocytogenes mit den Kristallstrukturen von AfJAMM aus A. fulgidus und 
von RadC aus Chlorobium tepidum TLS sind strukturelle Ähnlichkeiten zu erkennen 
(Ambroggio et al., 2004, Zhang et al., unpublished) (Abb. 42). Aufgrund dieser strukturellen 
Ähnlichkeiten kann vermutet werden, dass Lmo1549 ebenfalls eine Metall-abhängige 
Isopeptidase oder Hydrolase ist. Offensichtlich ist Lmo1549 an der Regulation von Prozessen 
beteiligt, die einen Einfluss auf die Zellteilung haben. Iyer et al. postulierten, dass die 
Proteine, die vor oder nach einem Protein mit JAMM-Domäne, codiert sind, auf die Funktion 
des JAMM-Proteins hinweisen (Iyer et al., 2006). Beispielsweise befindet sich das mec-Gen, 
das für Mec+ aus M. tuberculosis codiert, vor den Genen der Cysteinbiosynthese cysO und 
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cysM. Interessanterweise liegt das Gen lmo1549 direkt vor dem mreBCD minCD-Gencluster. 
Somit hat Lmo1549 möglicherweise Einfluss auf die zellformbestimmenden Proteine 
MreBCD oder den MinCD-Komplex, der an der Positionierung des FtsZ-Rings beteiligt ist 
(Marston et al., 1998, Marston und Errington, 1999). Zur Bestimmung der genauen Funktion 
von Lmo1549 müssen jedoch noch weitere Experimente durchgeführt werden. 
 
Abb. 42: Struktureller Vergleich von AfJAMM aus A. fulgidus, RadC aus C. tepidum TLS und Lmo1549 
aus L. monocytogenes 
(A) Kristallstruktur von AfJAMM aus A. fulgidus (PDB: 1R5X) (Ambroggio et al., 2004). (B) Kristallstruktur 
von RadC aus C. tepidum TLS (PDB: 2QLC) (Zhang et al., unpublished). (C) Strukturvorhersage von Lmo1549 
aus L. monocytogenes mit dem SWISS-MODEL-Server, der die Struktur basierend auf der Struktur homologer 
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Abb. A2: Detektion der GFP-PBPs im Fluoreszenzgel 
Zur Detektion der GFP-PBP-Fusionen wurden Membranfraktionen der Stämme EGD-e (wt), LMS38 (gfp-
pbpA2), LMS44 (gfp-pbpA1), LMS45 (gfp-pbpB2), LMS46 (gfp-pbpB1) und LMS47 (gfp-pbpB3) isoliert und 
mit Hilfe von Bocillin-FL markiert. Die Detektion der fluoreszierenden Banden erfolgte am Fujifilm FLA 2000 
Fluoreszenz-Scanner. Die detektierten GFP-PBP-Proteine wurden mit * markiert. 
 
 
Abb. A3: Wachstum der pbp-Mutanten bei 42°C 
(A-C) Die Stämme EGD-e, LMS57 (ΔpbpA1), LMS64 (ΔpbpA2), LMJR27 (IpbpB1), LMJR30 (IpbpA1 
ΔpbpA2) und LMJR41 (ΔpbpB3) wurden in BHI-Medium ± 1mM IPTG angezogen und die optische Dichte 
(λ=600 nm) stündlich gemessen. Zur Depletion von PBP B1 und PBP A1 in LMJR27 bzw. LMJR30 wurde die 
Vorkultur, die in Anwesenheit von IPTG kultiviert wurde, mit BHI-Medium gewaschen und anschließend zum 
Animpfen verwendet. Es ist jeweils eine repräsentative Wachstumskurve dargestellt. 
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Abb. A4: Einfluss der Depletion von PBP B2 auf das Wachstum 
(A-B) Wachstum der Stämme EGD-e (wt) und LMJR18 (IpbpB2) in BHI-Medium bei 37°C (A) und 42°C (B). 
Dafür wurde eine Vorkultur von LMJR18 in Anwesenheit von 1 mM IPTG angezogen, mit frischem BHI-




Abb. A5: Suppression des Wachstumsdefektes der L. monocytogenes ΔgpsB-Mutante durch Deletion von 
divIVA und secA2 
(A) Wachstum der Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMS2 (ΔdivIVA) und LMJR28 (ΔgpsB ΔdivIVA) in 
BHI-Medium bei 37°C. (B) Einfluss der Deletion von secA2 auf das Wachstum der ΔgpsB-Mutante. Die 
Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMS81 (ΔsecA2) und LMJR37 (ΔgpsB ΔsecA2) wurden bei 37°C in 
BHI-Medium kultiviert und die optische Dichte (λ=600 nm) stündlich bestimmt. (C) Fluoreszenz-Aufnahmen 
von L. monocytogenes-Stämmen EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMS2 (ΔdivIVA), und LMJR28 (ΔgpsB 
ΔdivIVA). Die Zellen wurden bis zur mittleren logarithmischen Wachstumsphase in BHI bei 37°C kultiviert und 
die Membran anschließend unter Verwendung von Nilrot gefärbt. Der Maßstabsbalken entspricht 5 µm. (D) 
Zelllängenverteilung der unter (C) beschriebenen Stämme. Dafür wurde die Zelllänge von durchschnittlich 300 























































































Abb. A6: Überexpression von pbpA1 
Die L. monocytogenes Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR33 (ΔgpsB+pbpA1) und LMJR39 
(wt+pbpA1) wurden in BHI-Medium ± 1 mM IPTG bei 37°C bis zu einer optischen Dichte von 1 angezogen. 
Anschließend wurden Membranfraktionen isoliert. Nach einer Inkubation mit 3 µM Bocillin-FL wurden die 
Proteine in einem 8 %-igen Polyacrylamid-Gel aufgetrennt. Die Detektion der Fluoreszenzsignale erfolgte am 
Fujifilm FLA 2000 Fluoreszenz-Scanner. 
 
 
Abb. A7: Einfluss der Deletion von gpsB auf die Lokalisation von GFP-PBP A1 und die naszierende 
Zellwandsynthese 
(A) Lokalisation von GFP-PBP A1 im Wildtypstamm (LMS44) und der ΔgpsB-Mutante (LMJR29). Die L. 
monocytogenes-Stämme wurden in BHI-Medium bei 30°C bis zur mittleren logarithmischen Wachstumsphase 
kultiviert und anschließend mittels Fluoreszenzmikroskopie analysiert. (B) Mikroskopische Aufnahmen zur 
Darstellung der naszierenden Zellwandsynthese in EGD-e (wt) und LMJR19 (ΔgpsB). Die Stämme wurden im 
BHI-Medium bei 37°C angezogen, bis sie die mittlere logarithmische Wachstumsphase erreicht haben. Nach 
















Abb. A8: Suppression des Wachstumsdefektes der ΔgpsB-Mutante durch Überexpression von murA 
(A-B) Die Stämme EGD-e (wt), LMJR19 (ΔgpsB), LMJR116 (wt+murA) und LMJR117 (ΔgpsB+murA) wurden 
in BHI-Medium ± 1 mM IPTG bei 37°C (A) oder 42°C (B) angezogen und die optische Dichte (λ=600 nm) 
stündlich bestimmt. (C) Western-Blot zum Nachweis der IPTG-abhängigen Expression von murA. Die Stämme 
aus (A) wurden in BHI-Medium ± 1 mM IPTG bei 37°C bis zu einer OD600=1 kultiviert, zelluläre 
Proteinextrakte isoliert und im Western-Blot unter Verwendung eines MurAA-spezifischen polyklonalen 
Antikörpers (MurAA aus Bacillus subtilis) analysiert. 
 
 
Abb. A9: Interaktion von GpsB mit MurA und MurZ 
Bacterial Two-Hybrid-Assay zur Analyse der Interaktion von GpsB mit MurA und MurZ. Die Gene gpsB, murA 
und murZ wurden mit den T18- und T25-Fragmenten der Adenylatcyclase von Bordetella pertussis fusioniert, in 
den E. coli-Stamm BTH101 ko-transformiert und auf Selektionsplatten getropft. Das Ergebnis wurde nach einer 
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